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Riassunto 
Nel periodo compreso tra Aprile 2012 e Dicembre 2014, nel presente studio è stata valutata la prevalenza dei 
parassiti gastrointestinali, epatici e polmonari  in 178 ruminanti (di cui 76 bovini, 61 ovini e 41 caprini) 
provenienti da 16 allevamenti localizzati in due aree della Toscana e denominate Area 1 e Area 2. L’Area 1 
comprende animali (n. 111) provenienti da allevamenti situati nelle province di Lucca e Pisa, mentre l’Area2  
(n. 67) comprende animali provenienti dalle province di Pistoia e Massa-Carrara. Campioni fecali individuali 
raccolti da tutti gli animali sono stati analizzati con tecniche copro-microscopiche sia qualitative che 
quantitative per la ricerca di parassiti gastrointestinali, epatici e polmonari, mentre 94 animali sono stati 
esaminati anche con due Kit Elisa commerciali per l’immunodiagnosi di Fasciola hepatica, dei quali uno per la 
ricerca degli antigeni e l’altro per la ricerca degli anticorpi. I dati ottenuti sono stati analizzati statisticamente. 
Globalmente negli animali esaminati è stata ottenuta una prevalenza dell’83,7%, mentre essa è stata 
dell’80,3% alle analisi copro-microscopiche e del  20,83 e del 34,7, rispettivamente  per gli antigeni di  F. 
hepatica  e gli anticorpi anti- F. hepatica .  In linea generale, le prevalenze più elevate (p<0,001) sono state 
riscontrate nei piccoli ruminanti rispetto ai bovini e nell’Area 2 rispetto all’Area 1. In tutte le specie esaminate 
ed in entrambe le aree considerate, gli strongili gastrointestinali ed i coccidi sono risultati i parassiti 
maggiormente prevalenti (71,3% e 56,7%) con valori quantitativi medi di 401,2 UPG e 505 OPG nei bovini, 
547,7 UPG e 491,2 OPG negli ovini e 475,7 UPG e 587,5 OPG nei caprini. I risultati ottenuti indicano che in 
entrambe le aree e in tutte le specie di ruminanti esaminate la prevalenza dei parassiti gastrointestinali ed 
epatici sono piuttosto elevate e necessitano di un maggiore controllo. Se si considerano le diverse tecniche 
utilizzate per la diagnosi di F. hepatica, nessun animale esaminato è risultato positivo alla coproscopia, 
mentre il 20,8% ed il 34,7% degli animali è risultato positivo per la ricerca dei copro-antigeni e degli anticorpi, 
confermando la più elevata sensibilità di questi ultimi due metodi rispetto alle analisi copro-microscopiche.  
Parole chiave: ruminanti, parassiti gastrointestinali, parassiti epatici, parassiti polmonari, prevalenza, Elisa. 
Abstract 
In the period between April 2012 and December 2014, in the present study 178 ruminants (including 76 cattle, 
61 sheep and 41 goats) from 16 farms located in two areas of Tuscany, denominated Area 1 and Area 2, were 
examined to assess the prevalence of gastrointestinal parasites, liver flukes and lungworms. Area 1 includes 
animals (n. 111) from farms located in the provinces of Lucca and Pisa, while the Area2 (n. 67) includes 
animals from the provinces of Pistoia and Massa-Carrara. Individual fecal samples collected from all animals 
were analyzed using qualitative and quantitative methods for the detection of gastrointestinal parasites, liver 
flukes and lungworms, while 94 animals were examined with two commercial Elisa Kit for the 
immunodiagnosis of Fasciola hepatica, one of which for the detection of antigens in faeces and the other for 
the detection of antibodies in serum. Obtained data were analyzed statistically. Overall a prevalence of 83,7% 
was found in examined ruminants. A prevalence of 80.3% was obtained with the microscopic techniques and 
a prevalence of 20,83% and 34.7%, respectively, was obtained in Elisa Kit for the detection of antigens and 
Elisa Kit for the detection of antibodies. Overall, higher prevalence rates (p <0.001) were found in small 
ruminants than in cattle and in Area 2 compared to Area 1. In all ruminant species and in both areas 
gastrointestinal strongyles and coccidia were prevalent (71,3% and 56,7%, respectively) with quantitative 
values of 401,2 EPG and  505 OPG in cattle, 547,7 EPG and 491,2 OPG in sheep and 475,7 EPG and 587,5 OPG 
in goats. Results here obtained indicate that in both areas and in all species of ruminants the prevalence of 
gastrointestinal parasites and liver flukes are quite high and require more control measures. Considering the 
different techniques used for the diagnosis of F. hepatica, at microscopic examination no animal examined 
tested positive, while 20.8% and 34.7% of the animals tested positive for the detection of antigens in faeces 
and antibodies in serum, confirming the higher sensitivity of the latter two methods compared to microscopic 
methods. 
Key words: ruminants, gastrointestinal parasites, liver flukes, lungworms, prevalence, Elisa. 
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1.INTRODUZIONE 
 
Nei ruminanti le parassitosi gastrointestinali, epatiche e polmonari, oltre ad 
essere molto diffuse, rappresentano un fattore limitante delle produzioni, sia 
negli allevamenti da carne che da latte, incidendo negativamente sull’economia 
aziendale (Mas-Coma et al., 2004; Stromberg et al., 2006; Domke et al., 2013). 
La diffusione di alcune di queste malattie è caratterizzata dal fatto che alcuni 
endoparassiti hanno un ciclo diretto, ciò garantisce la loro persistenza 
nell’ambiente nel corso degli anni e la diffusione nelle varie specie e nei diversi 
tipi di allevamento (Cabaret et al., 2002). Un altro fattore molto importante è 
l’ambiente: il ciclo biologico è caratterizzato da fasi ambientali che in alcuni casi 
prevede uno o più ospiti intermedi, essenziali per lo sviluppo del parassita; di 
conseguenza la loro sopravvivenza e le dinamiche di trasmissione sono 
strettamente legate all’ambiente che deve essere idoneo sia per i parassiti che 
per gli ospiti intermedi (Rose et al., 2014). Tuttavia si ha una maggiore 
prevalenza ed incidenza negli allevamenti allo stato semi-brado rispetto a quelli 
con stabulazione fissa o libera, dove gli animali ricevono un’alimentazione più 
controllata e hanno un contatto minimo con l’ambiente esterno (Stromberg et 
al., 2006). Molte di queste parassitosi raramente provocano la morte in maniera 
diretta, ma possono essere responsabili di sintomi clinici anche gravi oppure 
favorire la sensibilità dell’animale nei confronti di altri agenti infettivi, quali 
batteri o virus, intensificandone l’azione patogena (Agneessens et al., 2000). 
Le endoparassitosi dei ruminanti possono arrivare ad influire negativamente 
anche sull’economia di uno stato (Rose et al., 2014). Ad esempio, uno studio 
condotto sui nematodi gastrointestinali negli Stati Uniti ha stimato in circa 2 
miliardi di dollari le perdite produttive all’anno solo per quanto riguarda 
l’allevamento bovino e in 500 milioni di dollari le spese annue per il trattamento 
degli animali (Stromberg et al., 2006). Oltre ad incidere sulle produzioni, 
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rivestono anche un ruolo molto importante in termini di rischio biologico e 
sanitario, poiché possono essere agenti zoonotici, in grado quindi di infestare o 
infettare l’uomo (Mas-Coma et al., 2009). 
Gli strongili gastrointestinali dei ruminanti causano una elmintosi molto diffusa 
negli animali al pascolo, che è considerata una delle principali cause di perdite 
produttive di tutto il mondo anche in assenza di sintomi clinici (Silvestre et al., 
2000). Questi parassiti hanno una diffusione cosmopolita e nel bovino la 
prevalenza aumenta in maniera direttamente proporzionale all’età degli 
animali, che comunque si possono infestare subito dopo lo svezzamento, in 
quanto spesso i pascoli sono notevolmente contaminati perché non viene 
applicata nessuna strategia di controllo ambientale (Stromberg et al., 2006; 
Wymann et al., 2008). La prevalenza degli strongili gastrointestinali nel bovino, 
rilevata in recenti studi, presenta valori fino all’80%  in Costa Rica (Jimenez et 
al., 2010), del 60 % in Francia (Stancampiano et al., 2007), dell’ 85% in Germania 
(Rehbein et al., 2003) e dell’ 11 % in Grecia (Theodoropoulos et al., 2010), 
mentre uno studio condotto in Toscana, nella provincia di Pisa, ha evidenziato 
una prevalenza molto elevata, del 95% (Perrucci et al., 2007). 
Per quanto riguarda gli ovi-caprini, recenti studi hanno rivelato che la 
prevalenza di questa parassitosi è elevata in tutta Europa. Negli ovini è del 73 % 
in Norvegia (Domke et al., 2013), in Spagna è del 90% (Martinez–Valladares et 
al., 2013) e nel sud Italia è del 61,5% (Dipineto et al., 2013). Nei caprini è del 
61% in Norvegia (Domke et al., 2013), del 70% in Danimarca (Holm et al., 2014), 
del 33% in Grecia (Kouam et al., 2014), mentre in Italia del nord si aggira intorno 
al 70% (Zanzani et al., 2014). 
Attraverso l’esame coprologico quantitativo McMaster è possibile valutare il 
grado di infestazione dell’animale e capire se è presente un rischio sanitario o 
zootecnico nell’allevamento (Rinaldi et al., 2011; Dipineto et al., 2013; Roeber et 
al., 2013; Rose et al., 2014). Nei bovini l’eliminazione fecale di 600-700 UPG 
determina generalmente la comparsa di sintomi clinici, quali anoressia o 
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disoressia, e diarrea (Stromber et al., 2006; Capelli et al., 2010), oltre a 
rappresentare una notevole fonte di diffusione del parassita nei pascoli 
(Stromberg et al., 2006). 
Nei ruminanti questi parassiti sono in grado di produrre ingenti danni economici 
agli allevatori, in quanto sono causa di riduzione degli indici di accrescimento, di 
riduzione di peso e delle produzioni (Stromberg et al., 2006; Morgan et al, 
2012). 
Gli strongili gastrointestinali hanno un ciclo diretto, senza ospiti intermedi, e la 
loro forma infestante è la larva L3, che si ritrova nel terreno, e viene ingerita 
dall’ ospite definitivo, dove matura nella forma adulta (Taylor et al., 2010). Una 
caratteristica importante di questi parassiti è la capacità, che si osserva 
soprattutto in alcuni periodi dell’anno, di arrestare lo sviluppo nell’animale 
parassitato ad uno stadio precoce di L4 e rimanere in questo stadio per un 
periodo che dura fino a 6 mesi, chiamato ipobiosi. Questa caratteristica 
consentirà al parassita di trovare nell’ambiente esterno condizioni climatiche 
favorevoli per lo sviluppo degli stadi larvali nella forma infestante (Capelli et al., 
2010). Infatti la temperatura ambientale e la stagione possono condizionare il 
grado di contaminazione dei pascoli: temperature troppo basse determinano la 
morte della maggior parte delle larve L3 infestanti sul terreno, mentre 
temperature attorno ai 20 °C consentono lo sviluppo della forma infestante in 
una settimana (Stromberg et al., 2006).  
Nematodirus spp. è uno strongilo intestinale dei ruminanti, cosmopolita in 
Europa e responsabile di enteriti (Taylor et al., 2010). La forma adulta produce 
uova di forma e dimensioni particolari, questo consente di identificare il 
parassita già all’esame coprologico. La prevalenza di questo strongilo in Europa 
non è elevata nei ruminanti: nel bovino arriva al 14% (Stancampiano et al., 2007 
; Rehbein et al., 2003), negli ovini si mantiene molto bassa, intorno al 3% 
(Domke et al., 2013; Martinez–Valladares et al., 2013) mentre nei caprini 
raggiunge il 15% (Domke et al., 2013; Holm et al., 2014). In Italia uno studio 
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condotto sui caprini nelle regioni del nord ha evidenziato una prevalenza del 7 % 
(Zanzani et al., 2014). 
Strongyloides papillosus è un parassita dei ruminanti a localizzazione intestinale 
ed è l’unico nematode di importanza veterinaria in grado di riprodursi sia 
durante la fase a vita libera che durante quella parassitaria (Taylor et al., 2010). 
Nel bovino, i dati bibliografici riguardanti la prevalenza di questo parassita 
mostrano una notevole variabilità nelle diverse aree geografiche, evidenziando 
tuttavia percentuali basse, rispetto ad altri parassiti, che non superano il 12% 
(Perrucci et al., 2007; Theodoropoulos et al., 2010). Negli ovicaprini la 
prevalenza risulta maggiore, infatti negli ovini arriva a toccare valori del 17% 
(Domke et al., 2013), nei caprini raggiunge prevalenze del 17% (Domke et al., 
2013; Holm et al., 2014) mentre in Italia rimane bassa, non superando il 10% 
(Zanzani et al., 2014). La trasmissione di questo parassita può avvenire in molti 
modi: per via orale, per penetrazione transcutanea delle larve L3, per via trans 
mammaria e infine per via transplacentare (Capelli et al., 2010). Le ultime due 
modalità di trasmissione possono spiegare il riscontro di positività anche in 
animali di pochi giorni di età. La sintomatologia è generalmente poco evidente e 
spesso l’unico segno di malattia risulta il calo della performance produttiva 
dell’animale (Taylor et al., 2010). 
Un’ altra parassitosi gastrointestinale molto diffusa nei ruminanti è la 
tricocefalosi, sostenuta da Trichuris spp., che si localizza nel grosso intestino. Nel 
bovino le specie più importanti in Europa sono Trichuris discolor e T. globulosa, 
mentre negli ovicaprini la specie più diffusa è T. ovis (Taylor et al., 2010). In 
Europa, la prevalenza di questo parassita nei bovini va dal 5% in Francia 
(Stancampiano et al., 2007) al 73% in Germania (Rehbein et al., 2003), mentre 
negli ovicaprini si mantiene su percentuali alte, del 43% in Norvegia (Domke et 
al., 2013). Nei caprini è del 33 % in Danimarca (Holm et al., 2014) e uno studio 
effettuato sulle regioni del nord Italia ha osservato una prevalenza del 35% 
(Zanzani et al., 2014). 
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Nonostante l’elevata prevalenza di queste parassitosi nei ruminanti, favorita 
anche dal fatto che le uova possono rimanere vitali per diversi anni 
nell’ambiente esterno, la maggior parte delle infestazioni sono sostenute da un 
numero ridotto di parassiti e asintomatiche, per cui il significato clinico è 
generalmente trascurabile (Taylor et al., 2010). 
Capillaria spp. , appartenente alla stessa famiglia di Trichuris spp. (Trichuridae), 
è un parassita a diffusione cosmopolita dei ruminanti, considerato poco 
patogeno e di scarsa rilevanza clinica (Taylor et al., 2010). Nei bovini la 
prevalenza è molto bassa. Uno studio effettuato in Grecia ha riscontrato una 
prevalenza dello 0,4% (Theodoropoulos et al., 2010), mentre uno studio 
condotto su bovini da carne francesi importati in Italia (Stancampiano et al., 
2007) ha evidenziato valori leggermente superiori (2%). 
In molti paesi dell’Europa Occidentale è presente un’unico genere di cestodi a 
diffusione cosmopolita che infesta i ruminanti, Moniezia (Taylor et al., 2010). La 
prevalenza di questo parassita non è elevata: nei bovini i valori non superano il 
12 % (Stancampiano et al., 2007 ; Perrucci et al., 2007; Theodoropoulos et al., 
2010), mentre negli ovicaprini i valori sono più alti, anche fino al 30 % (Domke et 
al., 2013). La presenza di questi parassiti nell’ospite presenta una spiccata 
stagionalità: il ciclo biologico di Moniezia spp. è strettamente correlato alla 
presenza di acari coprofagi che, nei paesi a clima temperato, come l’ Italia, 
presentano una maggiore attività nel periodo estivo (Capelli et al., 2010). Inoltre 
nel bovino, non risulta essere responsabile di sintomi particolarmente gravi e di 
particolari perdite produttive, il periodo di patenza risulta molto breve a causa 
della scarsa longevità del parassita (3mesi) (Capelli et al., 2010). Negli ovicaprini 
le infestazioni massive, comuni nei soggetti giovani, causano scarso incremento 
ponderale, crescita ritardata e diarrea (Taylor et al., 2010). 
La coccidiosi è una parassitosi di notevole importanza, sia per la sua diffusione 
che per l’impatto negativo sull’economia aziendale (Platzer et al., 2005; Ruiz et 
al, 2006; Veronesi et al., 2011; Enemark et al., 2013). Nei ruminanti è causata da 
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protozoi intestinali del genere Eimeria, famiglia Eimeriidae (Taylor et al., 2010). 
In Europa, nel bovino le specie più diffuse e anche più patogene sono E. bovis e 
E. zuernii, ed entrambe si localizzano nella parte distale dell’intestino tenue, ma 
anche nel colon (Stewart et al., 2008; Lassen et al., 2009), mentre E. canadensis, 
E. cilindrica e E. wyomingensis risultano più di raro riscontro (Bangoura et al., 
2012; Koutny et al., 2012). La prevalenza della coccidiosi bovina è molto alta: in 
Austria è dell’83% (Koutny et al., 2012), in Germania è del 95% (Samson-
Himmelstjerna et al., 2006; Bangoura et al., 2012), in Danimarca è del 60% 
(Enemark et al., 2013), in Grecia, dove le condizioni climatiche sono simili a 
quelle italiane, è del 46 % (Theodoropoulos et al., 2010). Sono stati condotti due 
studi nell’ Italia centrale, uno in Toscana, nella provincia di Pisa, dove è emersa 
una prevalenza del 74 % (Perrucci et al., 2007) e uno in Umbria, dove è emersa 
una prevalenza del 60% (Veronesi et al., 2011). Negli ovicaprini per molto tempo 
si è ritenuto che le specie di Eimeria fossero le stesse di quelle del bovino. 
Tuttavia studi di trasmissione crociata hanno dimostrato che, sebbene la 
morfologia fosse simile, i coccidi dei piccoli ruminanti sono specie-specifici in 
quanto non si verificano trasmissioni crociate (Taylor et al., 2010). In Europa, 
negli ovini le specie più diffuse sono E. ovinoidalis, E. ahsata ed E. crandallis 
(Rommel et al, 2000; Platzer et al., 2005), mentre nei caprini sono E. caprina, 
E.arloingi ed E. ninakohlyakimovae (Borgsteede et al., 1996; Koudela et al., 
1998; Ruiz et al., 2006). In Europa la prevalenza della coccidiosi è molto elevata: 
negli ovini raggiunge il 60% in Austria (Platzer et al., 2005), mentre nei caprini 
raggiunge percentuali del 90% nell’Europa dell’Est (Koudela et al., 1998; Balicka-
Ramisz et al., 2012), del 96% in Spagna (Ruiz et al., 2006) e del 99% in 
Danimarca (Holm et al, 2014). Il ciclo biologico di questi parassiti è diretto, non 
prevede ospiti intermedi, dura in media e in condizioni ottimali 3-4 settimane. 
La forma infettante sono le oocisti sporulate, che si trovano nell’ambiente e 
vengono ingerite dall’ospite. In seguito, a livello intestinale si forma lo zigote e si 
ha l’eliminazione delle oocisti non sporulate con le feci, la cui sporulazione 
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avviene in 1-4 giorni a seconda della specie e della temperatura (Taylor et al., 
2010). I coccidi sono inclusi fra i parassiti più frequenti dei ruminanti, essendo 
normalmente presenti negli animali di tutte le età, anche se i più sensibili 
risultano essere i soggetti giovani a causa di una ridotta efficienza del loro 
sistema immunitario (Daugschies et al., 2005). Le infezioni coccidiche sono 
spesso causa di una riduzione dell’indice di conversione alimentare e di un 
ritardo della crescita (Taylor et al., 2010). Le mandrie e i greggi numerosi sono 
responsabili di una notevole contaminazione ambientale (Lassen et al., 2009) ed 
è quindi essenziale una corretta gestione dell’allevamento, evitando il 
sovraffollamento e limitando il più possibile gli eventuali fattori stressanti così 
da ridurre l’incidenza della coccidiosi in forma acuta e clinicamente manifesta 
(Daugschies et al., 2005 ; Platzer et al., 2005;  Lassen et al., 2009). 
Un protozoo poco diffuso è invece Buxtonella sulcata, il cui potere patogeno 
non è stato ancora chiarito del tutto. Studi effettuati in Europa hanno 
evidenziato una forte prevalenza di questo parassita senza però riscontrare una 
sintomatologia evidente negli animali (Fox et al., 1986), mentre alcuni studi in 
Medio-Oriente hanno rivelato una discreta patogenicità associata alla malattia 
(Al-Saffar et al., 2009 ; Al-Zubaidi et al., 2011). 
Un altro tipo di parassitosi che influisce enormemente sulle produzioni degli 
animali è la strongilosi polmonare. Risulta molto diffusa in Europa, in particolari 
nei paesi con clima temperato, compresa l’ Italia, e si riscontra sopratutto nei 
piccoli ruminanti (Taylor et al., 2010). E’ una parassitosi legata esclusivamente al 
pascolo e nel bovino la strongilosi polmonare è sostenuta esclusivamente da 
Dictyocaulus viviparus con una prevalenza che raggiunge il 73% in Germania, 
negli animali allevati al pascolo (Rehbein et al., 2003 ; Schunn et al., 2013). 
Tuttavia in Italia questo parassita non è presente, in quanto non trova le 
condizioni ambientali ottimali per il suo sviluppo (Ambrosi et al., 1986). Negli 
ovicaprini sono molte le specie che sostengono questo tipo di parassitosi, le più 
importanti e diffuse in Europa sono Muellerius capillaris, Cystocaulus ocreatus, 
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Neostrongylus linearis e Protostrongylus rufescens. La prevalenza di questi 
parassiti va dall’ 11% al 70% in Spagna (Alasaad et al., 2009; Lopez et al., 2011), 
in Norvegia si aggira intorno al 33% (Domke et al., 2013) e in Grecia arriva al 
40% (Kouam et al., 2014). Questa parassitosi causa infiammazione con tosse, 
dispnea e scolo catarrale; nei polmoni si formano nidi di incubazione contenenti 
uova e larve, che si rilevano facilmente all’esame autoptico nei macelli (Taylor et 
al., 2010). Questa parassitosi, insieme alla strongilosi gastrointestinale e alla 
distomatosi epatica, concorre a ridurre notevolmente le produzioni, 
determinando ripercussioni economiche a livello aziendale (Taylor et al., 2010). 
Nei ruminanti una delle parassitosi più importanti, non solo in Europa ma anche 
in tutto il mondo, è la distomatosi epatica, sostenuta principalmente da due 
trematodi che presentano caratteristiche molto diverse: Fasciola hepatica e 
Dicrocelium dendriticum. 
Fasciola hepatica è un distoma a localizzazione epatica, a livello dei dotti biliari e 
vescicola biliare dei ruminanti, colpisce specialmente ovini, caprini, bovini e 
bufali; ma può infestare anche altri mammiferi, come equini, suini e anche 
l’uomo (Taylor et al., 2010). Fra i ruminanti, gli ovicaprini risultano essere i più 
sensibili e ricettivi, in quanto hanno una risposta immunitaria meno efficace nei 
confronti del parassita e possono continuamente reinfettarsi, mentre il bovino è 
in grado di crearsi una risposta immunitaria in grado di contrastare le future 
infestazioni (Novobilsky et al., 2014). La forma adulta, localizzata nel fegato, 
ermafrodita ed ematofaga, riversa nell’intestino le uova, che vengono 
eliminante nell’ambiente esterno tramite le feci, dove maturano e si schiudono, 
liberando il miracidio. Questo penetra attivamente nell’ospite intermedio, la 
chiocciola acquatica, ed esce sotto forma di cercaria, che va ad incistarsi sui 
vegetali nella forma infestante, ovvero la metacercaria. Nell’ospite definitivo il 
parassita migra fino al fegato per via ematica e trans-peritoneale, dove si 
localizza e diviene adulto. Il completamento del ciclo, in condizioni ottimali, 
avviene in circa 17-18 settimane. La fase a vita libera del ciclo biologico di F. 
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hepatica è fortemente legata alla presenza dell’ospite intermedio e a 
determinate caratteristiche ambientali. In Europa, la specie più comune di 
ospite intermedio è la Lymnaea ( sin. Galba ) truncatula, la quale ha bisogno di 
habitat fangosi, in prossimità di acqua libera, come fossi, stagni o ruscelli. Lo 
sviluppo e la diffusione di questo gasteropode sono favoriti da un’umidità 
elevata e una temperatura uguale o superiore ai 10°C, questi fattori 
garantiscono anche la schiusa delle uova e le fasi larvali del parassita (Torgerson 
et al., 1999; Mas–Coma et al., 2009). Questa parassitosi, soprattutto nelle sue 
forme croniche e nelle gravi infestazioni, può causare dolore addominale, cirrosi 
epatica associata ad ittero, ascite, edema sotto-mandibolare, dispnea ed 
anemia (si stima che un solo parassita adulto sia in grado di sottrarre all’ospite 
circa 0,5 ml di sangue al giorno), fino allo stato cachettico e raramente la morte. 
(Taylor et al., 2010). 
F. hepatica è il principale responsabile della fasciolosi e ha una distribuzione 
cosmopolita, che si è conquistata al seguito dell’espansione delle popolazioni 
ospiti e all’adattamento agli ospiti intermedi (gasteropodi del genere Lymnaea) 
presenti nelle terre colonizzate (Mas–Coma et al., 2005). Ad esempio, uno 
studio effettuato nei bovini in Pakistan ha rilevato una prevalenza del 26% (Khan 
et al., 2009) e uno studio effettuato sempre nei bovini in Cambogia ha 
riscontrato una prevalenza del 20% (Dorny et al., 2011), evidenziando come 
questo parassita sia presente anche nel continente asiatico. 
E’ molto diffusa in Europa, dove sono stati condotti diversi studi che hanno 
evidenziato quanto la prevalenza di questo parassita sia elevata. Per quanto 
riguarda il bovino, nell’ultimo decennio, sono stati evidenziati aumenti di 
prevalenza di questa malattia nelle varie zone europee, quasi sempre connessi 
con cambiamenti climatici: nel Regno Unito, soprattutto in Scozia e Inghilterra, 
la prevalenza della fasciolosi nei ruminanti  ha raggiunto il 72% (McCann et al., 
2010a), in Svizzera è del 18% (Schweizer et al., 2010), in Germania e Austria, la 
percentuale di positività è aumentata notevolmente negli ultimi anni, arrivando 
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rispettivamente al 33% e al 67%, mentre cresce ancora di più se prendiamo in 
considerazione le regioni ad altitudine maggiore, come il Tirolo e la Baviera 
(Duscher et al., 2011; Kuerpick et al., 2013a). Nel nord Europa il parassita non è 
ampiamente distribuito, in quanto le temperature troppo rigide non facilitano lo 
sviluppo esogeno del parassita e quindi la prevalenza nei paesi scandinavi non 
può essere che bassa, fino al 7% nelle regioni a sud della Svezia (Novobilsky et 
al., 2014). In contrasto a tutto questo, da uno studio effettuato sui bovini da 
carne francesi importati in Italia è emersa la sua totale assenza (Stancampiano 
et al., 2007). 
Per quanto riguarda gli ovicaprini, dagli studi effettuati è emerso quanto questo 
parassita sia diffuso in tutta Europa anche in questi animali: in paesi più freddi, 
come la Norvegia, la prevalenza di F. hepatica  si aggira intorno al 20% (Domke 
et al., 2013), mentre nei paesi più caldi, come la Spagna, è maggiore, arrivando 
fino al 60 % negli ovini (Martinez–Valladares et al., 2013). 
Infine, sempre basandosi su studi dell’ultimo decennio, la fasciolosi in Italia 
sembra essere abbastanza diffusa: uno studio condotto in Toscana, nella 
provincia di Pisa, ha evidenziato una prevalenza del 29% nei bovini (Perrucci et 
al., 2007) e uno studio effettuato sulle zone appenniniche del Lazio, Molise e 
Abruzzo ha rivelato una prevalenza dell’ 11% nei bovini e del 5% negli ovi-caprini 
(Cringoli et al., 2002). 
La fasciolosi, può colpire anche l’uomo: il primo riferimento preciso sembra 
essere quello di Jean de Brie (1379), che nel suo trattato “ Bergerie” metteva in 
guardia gli allevatori di pecore nei confronti dei pascoli ricchi di acqua e 
accennava alla presenza di questo “verme” nel fegato : “ in hepate frequenter 
occurrunt vermes cucurbitini in homine et brutis”, “nel fegato si ritrovano spesso 
vermi a forma di zucca”. La fasciolosi è tra le più importanti infestazioni 
elmintiche degli animali al pascolo, costituisce un problema veterinario ed 
economico importante in quanto causa perdite produttive, che si manifestano 
con una riduzione di peso, della produzione di latte e della fertilità (Torgenson 
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et al., 1999). Alcuni studi hanno quantificato queste perdite: fino allo 0,7 % ( 3-4 
kg) di riduzione di peso della carcassa al macello, fino al 9% di riduzione 
dell’indice di conversione alimentare e fino al 10% di riduzione della produzione 
lattea (Schweizer et al., 2005; Charlier et al., 2014). Anche dal punto di vista 
della sanità pubblica, riveste un ruolo di notevole importanza, in quanto agente 
zoonosico, ed è stata inclusa dalla Wold Health Organization fra le più 
importanti elmintiasi a grande impatto sull’uomo (Orlandi et al., 2002). In 
Europa, l’incidenza di questa malattia nell’uomo è limitata alla Spagna, al 
Portogallo e alla Francia, dove esistono delle aree considerate endemiche (Mas–
Coma et al., 2005), mentre risulta essere un problema notevole in altre zone del 
mondo, come il Nord Africa, il Medio-Oriente, ma soprattutto il Sud America, 
dove, in zone come l’altopiano boliviano, si raggiungono prevalenze che 
sfiorano il 100% (Mas–Coma et al., 2009).  
Il metodo più utilizzato per diagnosticare la presenza di F. hepatica negli animali 
è il rilievo delle uova nelle feci, che può essere effettuato tramite la tecnica della 
sedimentazione (Flanagan et al., 2011; Afshan et al., 2013) oppure una tecnica 
alternativa, sviluppata recentemente, di sedimentazione-flottazione con una 
soluzione satura di cloruro di zinco ad alta densità (Charlier et al., 2008). 
Tuttavia le uova iniziano ad essere eliminate con le feci solo dopo il periodo 
prepatente, che dura in media 8-10 settimane, e la produzione delle uova da 
parte della forma adulta non è regolare (Avcioglu et al., 2014). Per questi motivi 
si tratta di metodi con una sensibilità bassa(dal 30 al 70%), soprattutto nei 
bovini, e quindi il mancato riscontro delle uova nelle feci non può far escludere 
in maniera certa la positività dell’animale (Charlier et al., 2014). Molti studi 
hanno dimostrato che la sensibilità di queste tecniche aumenta 
considerevolmente esaminando volumi di feci maggiori  o ripetendo gli esami, 
raggiungendo valori del 90% (Conceicao et al., 2002; Rapsch et al., 2006; 
Charlier et al., 2008). Negli ultimi anni sono stati sviluppati test Elisa, disponibili 
in commercio come kit, per la diagnosi di fasciolosi, sia per la ricerca di 
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coproantigeni nelle feci che per la ricerca degli anticorpi nel siero, che hanno 
una sensibilità e una specificità maggiore rispetto alle tecniche prima descritte, 
consentendo di rilevare molto precocemente la presenza di F. hepatica nei dotti 
biliari (Afshan et al., 2013; Avcioglu et al, 2014; Charlier et al., 2014). In 
particolar modo, il test Elisa per la coprodiagnosi è descritto come un test 
ultrasensibile e molto specifico in grado di rilevare la presenza del parassita già 
4 settimane dopo l’ingestione delle metacercarie, nel momento in cui anche 
solo un parassita è migrato nei dotti biliari (Mezo et al., 2004). Dall’altra parte il 
test per la sierodiagnosi, pur essendo molto specifico, non ha la stessa 
sensibilità, in quanto la presenza degli anticorpi può essere associata anche ad 
infestazioni pregresse (Afshan et al., 2013).  
Dicrocelium dendriticum, il principale responsabile della dicroceliosi, è un 
piccolo trematode che si localizza nel fegato di ovini, caprini, bovini, cervi, 
conigli e occasionalmente cavalli, suini e l’uomo, senza però causare 
sintomatologia (Taylor et al., 2010). E’ diffuso in quasi tutto il mondo, 
soprattutto in Europa, è molto presente anche in Nord Africa, Nord America e in 
Asia, mentre è assente in Australia e in Sudafrica (Otranto et al., 2002). Uno 
studio condotto sui bovini in Portogallo e nel nord della Spagna ha evidenziato 
una prevalenza del 6% (Arias et al., 2011), mentre in Italia, alcuni studi effettuati 
sempre sui bovini, uno in Toscana, nella provincia di Pisa, e uno nel sud 
dell’Appennino, hanno evidenziato una prevalenza rispettivamente del 31% 
(Perrucci et al., 2007) e del 53 % (Cringoli et al., 2002); quest’ultimo studio ha 
anche rilevato una prevalenza del 67 % negli ovini.  
La forma adulta, localizzata soprattutto nei piccoli dotti biliari e nella cistifellea, 
riversa le uova nell’intestino, dove vengono eliminate con le feci. Contengono 
già il miracidio e non schiudono finché non vengono ingerite dal 1° ospite 
intermedio, una chiocciola terrestre, al cui interno si formano le cercarie. 
Queste vengono espulse dall’ospite avviluppate a gruppi all’interno di grumi 
mucosi (“slime balls”), che aderiscono ai vegetali e vengono ingeriti dal 2° ospite 
16 
 
intermedio, la formica. Alcune cercarie non dotate di capacità infestante si 
localizzano a livello dei gangli nervosi della formica alterandone il 
comportamento (tendenza ad arrampicarsi sui fili d’erba) e, in presenza di 
temperature inferiori ai 15 °C, ne determinano anche la paralisi.(Otranto et al., 
2002). La forma infestante è la metacercaria, che nell’ospite definitivo si 
disincista nel duodeno e migra fino il fegato attraverso il coledoco. Dopo circa 2 
mesi gli adulti cominciano ad espellere le uova (Taylor et al., 2010). 
L’habitat di questo parassita si distingue da quello di altri trematodi, come la 
Fasciola spp. o i paramfistomidi, i quali hanno bisogno principalmente di 
ambienti acquosi e umidi. Dicrocelium dendriticum si ritrova infatti nelle pianure 
asciutte o nei pascoli di montagna, e in presenza di terreni calcarei o alcalini, 
che forniscono adeguate condizioni per la sopravvivenza delle chiocciole 
terrestri e delle formiche (Chartier et al., 1992). In Italia alcuni studi hanno 
evidenziato come terreni arabili con scarsa vegetazione possano rappresentare 
un fattore di notevole rischio per la diffusione di questa parassitosi (Cringoli et 
al., 2002 ; Musella et al., 2011), in quanto la resistenza delle uova  in questi 
ambienti è elevatissima, fino a 20 mesi (Le Bailly et al., 2010). Esistono più di 90 
specie di chiocciole terrestri in grado di fungere da 1° ospite intermedio: la più 
diffusa nel mondo è la Cochlicopa lubrica, mentre in Italia la più presente è la 
Cernuella virgata. Le specie di formica più importanti sono la Formica fusca,F. 
pratensis e F. rufibarbis (Otranto et al., 2002). 
La dicroceliosi è una malattia molto diffusa nei ruminanti a causa delle 
caratteristiche epidemiologiche del parassita e spesso della mancata attuazione 
di protocolli di controllo degli ospiti intermedi. Solitamente si presenta in forma 
asintomatica e solo nelle infestazione massive può determinare anemia, edema 
e cachessia (Taylor et al., 2010). Nonostante il potere patogeno di Dicrocelium 
dendriticum sia inferiore rispetto a quello di altri parassiti, concorre spesso a 
determinare elevate perdite produttive negli allevamenti, identificabili con la 
riduzione di peso, della produzione lattea e di lana (Broglia et al., 2009). Inoltre 
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rappresenta una zoonosi, anche se molto meno diffusa rispetto alla fasciolosi 
umana, risultando anche un problema di sanità pubblica, in quanto si trasmette 
con l’ingestione di frutta e vegetali contaminati con la metacercaria. Entra 
quindi a far parte delle zoonosi a trasmissione vegetale come la fasciolosi. 
Alcuni casi di dicroceliosi umana sono stati documentati in studi italiani (Magi et 
al., 2009), scandinavi (Karadag et al., 2005) e tedeschi (Rack et al., 2004), dove 
comunque il parassita manifestava scarso potere patogeno, senza una 
sintomatologia conclamata, ed è stato eradicato facilmente. 
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2. Materiali e metodi 
 
2. 1 Animali e Allevamenti 
Nel periodo compreso tra Aprile 2012 e Dicembre 2014 sono stati analizzati con 
tecniche copromicroscopiche 178 animali adulti, di cui 76 bovini e 61 ovini e 41 
caprini. Inoltre 94 animali sono stati esaminati con due Kit Elisa commerciali, 
uno per la ricerca di copro-antigeni di F. hepatica e uno per la ricerca di 
anticorpi anti-F. hepatica nel siero di latte o di sangue. Gli allevamenti esaminati 
sono 16, di cui 5 bovini e 7 ovini e 4 caprini, localizzati nelle province di Pisa, 
Lucca, Pistoia, Massa e Carrara. Sono state considerate due aree caratterizzate 
da ambienti diversi, denominate Area 1 e Area2. L’Area 1 comprende 111 
animali provenienti da 10 allevamenti (3 bovini, 4 ovini e 3 caprini) situati nelle 
province di Lucca e Pisa, mentre l’Area 2  comprende 67 animali provenienti da 
6 allevamenti (2 bovini, 3 ovini e 1 caprino) situati nelle province di Pistoia e 
Massa-Carrara. Di ciascun allevamento sono stati registrati il tipo di gestione, la 
frequenza con la quale sono stati effettuati eventuali trattamenti farmacologici 
per il controllo dei parassiti, il numero di capi presenti e la razza allevata. 
Riguardo il tipo di gestione, tutti gli allevamenti sono estensivi e, ad eccezione di 
un allevamento bovino che è biologico, convenzionali. 
La consistenza degli allevamenti varia da sei animali presenti nell’allevamento 
più piccolo ai 300 animali dell’allevamento più consistente. Per quanto riguarda 
il trattamento farmacologico, tutti gli allevamenti hanno effettuato un 
trattamento anticoccidico sugli animali allo svezzamento, mentre solo 6 
allevamenti (tutti collocati nell’Area 1), di cui 2 bovini, 3 ovini e 1 caprino, 
seguono un protocollo di due trattamenti all’anno con un antielmintico ad 
ampio spettro somministrato per via orale, efficace nei confronti dei nematodi, 
dei trematodi e dei cestodi. Tre allevamenti somministrano lo Sverminator® 
(Albendazolo), due allevamenti l’Hapadex® (Netobimin) e un allevamento il 
Valbazen® (Albendazolo micronizzato). La raccolta dei campioni in questi 
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allevamenti è avvenuta sempre dopo 6 mesi dall’ultimo trattamento. Negli 
allevamenti restanti non è mai stato effettuato alcun trattamento antielmintico. 
Le caratteristiche degli allevamenti considerati sono sintetizzate nella Tabella 1. 
 
Tabella 1. Caratteristiche degli allevamenti di provenienza dei campioni 
suddivisi nelle due aree considerate. 
Allevamenti Provincia Tipo di 
gestione 
Specie Numero di 
capi 
AREA 1 
 
    
1 
 
Pisa Semibrado Bovina 
 
300 
2 
 
Pisa Semibrado Bovina 20 
3 Pisa Semibrado Bovina 15 
 
4 
 
Pisa 
 
Stanziale 
 
Ovina 
 
15 
     
5 Pisa Stanziale Ovina 10 
     
6 Pisa Stanziale Ovina 8 
     
7 
 
8 
 
9 
 
10 
AREA 2 
1 
 
2 
 
3 
 
4 
 
5 
 
6 
Lucca 
 
Pisa 
 
Lucca 
 
Lucca 
 
Pistoia 
 
Pistoia 
 
Pistoia 
 
Pistoia 
 
Massa 
 
Massa 
 
Stanziale 
 
Stanziale 
 
Stanziale 
 
Stanziale 
 
Semibrado 
 
Semibrado 
 
Stanziale 
 
Stanziale 
 
Stanziale 
 
Stanziale 
Ovina 
 
Caprina 
 
Caprina 
 
Caprina 
 
Bovina 
 
Bovina 
 
Ovina 
 
Ovina 
 
Ovina 
 
Caprina 
90 
 
6 
 
8 
 
10 
 
25 
 
35 
 
8 
 
10 
 
20 
 
35 
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2. 2 Campionamento 
Negli allevamenti a stabulazione libera i campioni fecali sono stati prelevati 
direttamente dall’ampolla rettale degli animali con l’ausilio di guanti in lattice, 
mentre negli allevamenti in cui gli animali erano tenuti allo stato semi- brado o 
brado sono stati invece raccolti dal terreno subito dopo la loro emissione e 
facendo attenzione a prendere solo la porzione non a contatto con il suolo, così 
da ridurre al minimo la possibilità di contaminazione con i parassiti 
eventualmente presenti nell’ambiente. In caso di diarrea, per la raccolta dei 
campioni sono stati utilizzati dei contenitori in plastica a chiusura ermetica. 
I campioni di sangue sono stati prelevati dalla vena coccigea tramite un ago 
sterile compatibile con le provette sterili sottovuoto BD Vacutainer® dotate di 
anticoagulante EDTA. 
I campioni di latte sono stati prelevati direttamente dalla mammella degli 
animali e raccolti in semplici provette graduate in plastica. 
Subito dopo il prelievo; i campioni sono stati posti in contenitori termici e 
mantenuti a temperatura di refrigerazione fino al loro arrivo presso i laboratori 
di Parassitologia del Dipartimento di Scienze Veterinarie, dove sono stati 
conservati alla temperatura di 4°C ed esaminati. Entro le 24 ore successive, 
un’aliquota dei campioni fecali è stata messa direttamente in congelatore, 
mentre i campioni di sangue e di latte sono stati centrifugati e il siero ottenuto è 
stato congelato. 
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2. 3 Esami parassitologici 
Le metodiche copro-parassitologiche qualitative impiegate per indagare la 
presenza dei parassiti gastrointestinali ed epatici nei campioni fecali raccolti 
sono state le seguenti: 
 
 
•Flottazione con soluzione satura di cloruro di sodio 
La flottazione è un metodo copro-parassitologico qualitativo. La soluzione 
satura di cloruro di sodio ha un peso specifico di circa 1,2 ed è impiegata come 
soluzione flottante per evidenziare la presenza di oocisti, cisti protozoarie, uova 
di nematodi e di cestodi. 
Tale metodica prevede di mescolare una determinata quantità di feci fresche, 
circa 2 grammi, con circa 30 ml di soluzione flottante, miscelare con cura e 
filtrare la sospensione in una provetta utilizzando un setaccio metallico e , 
qualora il filtrato risultasse ancora eccessivamente torbido, con una garza. La 
provetta viene quindi riempita fino a formare un menisco convesso che verrà 
coperto con un vetrino copri-oggetto. Dopo circa 20 minuti il vetrino copri-
oggetto viene rimosso e, mantenendolo orizzontale in modo che il liquido a lui 
adeso non venga disperso, viene posto su un vetrino portaoggetti ed esaminato 
al microscopio ottico a differenti ingrandimenti. 
Riguardo l’identificazione dei parassiti isolati, è necessario ricordare che le uova 
della maggior parte degli strongili intestinali, ad eccezione del genere 
Nematodirus, sono molto simili fra di loro e non è possibile identificare il genere 
e la specie di appartenenza sulla base della morfologia delle uova. 
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• Tecnica di McMaster 
Il metodo di McMaster è un tipo di analisi coprologica quantitativa che si basa 
sull’utilizzo della camera di McMaster, utile per il conteggio delle uova, oocisti e 
cisti parassitarie eventualmente presenti nel campione in esame. Tale analisi è 
utile a quantificare la carica parassitaria del soggetto e risulta pertanto di 
fondamentale importanza nella diagnostica coprologica degli animali da 
allevamento, in quanto permette di valutare la necessità del trattamento. 
La camera di McMaster è costituita da due vetrini sovrapposti distanziati fra di 
loro di 1,5 mm che delimitano due camere di flottazione (18 x 18 mm); il vetrino 
superiore porta incisi due reticoli di lettura di forma quadrata (1 cm di lato) 
ciascuno suddiviso da 6 linee parallele. Il volume sotto ciascuna camera è pari a 
0,5 ml (due camere = 1 ml), mentre ciascun reticolo di lettura delimita un 
volume di 0,15 ml (2 reticoli = 0,3 ml). Con la camera di McMaster è possibile 
effettuare la stima del numero delle uova utilizzando differenti fattori di 
moltiplicazione in funzione della diluizione del campione e dell’area di lettura: 
un reticolo oppure due reticoli. 
Il metodo di McMaster si basa sulla flottazione e, come per quest’ultima, è stata 
utilizzata esclusivament la soluzione satura di cloruro di sodio. La metodica 
utilizzata prevede di miscelare e filtrare 4gr di feci fresche in 56 ml do soluzione 
flottante; il filtrato ottenuto è poi inserito, con l’ausilio di una pipetta monouso, 
all’interno di entrambe le camere del vetrino McMaster e lasciato riposare circa 
10 minuti. Al termine, si effettua la lettura al microscopio ottico ad un 
ingrandimento 100x. Per il calcolo del numero di uova/oocisti per grammo di 
feci (UPG/OPG), si moltiplica il numero di uova contate all’interno di un reticolo 
per 100 oppure per 50 se vengono contate le uova all’interno di due reticoli. 
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• Sedimentazione-Flottazione con soluzione satura di cloruro di zinco 
Questa metodica copro-parassitologica è qualitativa. La soluzione satura di 
cloruro di zinco ha un peso specifico di circa 1,56 e viene preparata diluendo 
250 grammi di cloruro di zinco in polvere con 115,5 grammi di acqua distillata; la 
sua capacità flottante risulta essere molto maggiore rispetto alla soluzione di 
cloruro di sodio e questo ci consente di mettere in evidenza, oltre alle oocisti, 
cisti protozoarie e alle uova di nematodi e cestodi, anche l’eventuale presenza 
di uova molto pesanti, come quelle dei trematodi. 
Tale metodica prevede di filtrare con l’acqua di rubinetto 4 oppure 10 grammi di 
feci (Charlier et al, 2008) attraverso un setaccio metallico e una garza, 
stemperando e raccogliendo circa 200 ml di liquido in un becker. Nel presente 
studio si è scelto di usare 4gr di feci, in quanto la quantità dei campioni fecali 
era ridotta e non sarebbe bastata per eseguire anche gli altri esami 
coproparassitologici. Il liquido viene poi filtrato altre due volte e lasciato 
sedimentare per circa 30 minuti. Dopodichè viene eliminato raccolto il 
sedimento in una provetta e centrifugato a 3000 rpm per 3 minuti. 
Successivamente viene tolto ancora il surfactante, viene aggiunta la soluzione di 
zinco cloruro e centrifugato a 1500 rpm per 3 minuti. Infine viene aggiunta 
ancora soluzione flottante fino ad ottenere il menisco, che viene coperto con un 
vetrino copri-oggetto. Dopo 5 minuti, il vetrino copri-oggetto viene rimosso e, 
mantenendolo orizzontale, viene posto sul vetrino portaoggetti ed esaminato al 
microscopio ottico a differenti ingrandimenti.  
 
• Metodo Baerman 
Questo metodo è stato usato per isolare le larve degli strongili polmonari 
presenti nelle feci fresche dei ruminanti. Il concetto su cui si basa è quello di 
sfruttare la mobilità delle larve e la loro tendenza a dirigersi verso l’acqua. E’ un 
metodo altamente sensibile, in quanto può rivelare la presenza anche di una 
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sola larva nel campione fecale. Per eseguire questa tecnica è necessario 
utilizzare l’apparato di Baerman, costituito da un imbuto al cui gambo viene 
fissata una piccola provetta. Il tutto viene riempito per circa ¾ di acqua tiepida e 
sopra, a pelo d’acqua, si pone una rete metallica con il campione fecale (circa 3-
4 grammi). Dopo alcune ore di riposo (in genere 12-24 ore) si stacca la provetta 
dall’apparato ed il suo contenuto si esamina allo stereo microscopio. Per 
l’identificazione delle larve è necessario immobilizzarle con il Lugol, raccoglierle 
con una pipetta, porle su un vetrino ed esaminarle al microscopio ottico, così da 
evidenziare le caratteristiche, diverse per ogni specie, dell’ estremità caudale. 
 
• Coprocolture per l’identificazione dei coccidi a livello di specie 
Questa tecnica, impiegata per ottenere la sporulazione delle oocisti coccidi che 
al fine di rendere possibile l’identificazione morfologica delle oocisti a livello di 
specie, si basa principalmente sull’impiego di bicromato di potassio al 2-2,5%. 
I campioni fecali esaminati con questo metodo sono stati quelli contenenti un 
numero minimo di 200 OPG all’analisi quantitativa. Per l’allestimento di queste 
copro colture si procede stemperando il materiale fecale nella soluzione, 
filtrando bene con un colino a maglie fini e garza, quindi si versa la sospensione 
in piastre Petri in strato sottile. Le piastre sono quindi poste al buio e mantenute 
ad una temperatura di 20-25°C. Le colture sono state esaminate ogni 24 ore per 
controllare lo stadio di sporulazione, previa flottazione. A completa 
maturazione, le oocisti, le sporocisti, gli sporozoiti e tutte le altre strutture 
presenti nelle oocisti mature sono state osservate al microscopio ottico ad un 
ingrandimento di 400X e di 1000X e misurate con un oculare micrometrico. Per 
l’identificazione delle specie di Eimeria nei ruminanti sono state utilizzate le 
chiavi riportate nelle Tabelle 2, 3 e 4 (Taylor et al., 2007). 
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Tabella 2. Caratteristiche morfologiche delle diverse specie coccidiche del 
bovino. 
 
 
SPECIE 
DIMENSIONI 
MEDIE (µm) 
OOCISTI 
TEMPO DI 
SPORULAZIONE 
(giorni) 
E. bovis 27,7 x 20,3 Subsferiche, incolori 2-3 
E. zuernii 17,8 x 15,6 
Ovoidali, sub sferiche, incolori 
e con parete liscia 
2-3 
E. alabamensis 18,9 x 13, 4 
Ovoidali, incolori e con parete 
liscia 
5-8 
E. auburnensis 38,4 x 23,1 
Ovoidali, giallastre-marroni, 
con parete liscia o granulosa 
2-3 
E. brasiliensis 37,0 x 27,0 Ellissoidali, giallastre-marroni 12-14 
E. 
bukidnomensis 
48,6 x 35,4 
Piriformi od ovali, giallastre-
marroni, con parete spessa e 
striata radialmente 
4-7 
E. canadensis 32,5 x 23,4 
Ovoidali od ellissoidali, 
incolori o giallo pallido 
3-4 
E. cylindrica 23,3 x 12,3 
Cilindriche, incolori e con 
parete liscia 
2-3 
E. ellipsoidalis 23,4 x 15,9 
Ellissoidalio leggermente 
ovoidali, incolori 
3 
E. pellita 40,0 x 28,0 
Ovoidali, marroni, con parete 
molto spessa 
10-12 
E. subspherica 11,0 x 10,4 
Rotonde o sub sferiche, 
incolori 
4-5 
E, 
wyomingensis 
40,3 x 28,1 
Ovoidali, giallastre-marroni e 
con parete spessa 
5-7 
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Tabella 3. Caratteristiche morfologiche delle diverse specie coccidiche degli 
ovini. 
 
 
SPECIE 
 
 
DIMENSIONI 
MEDIE (µm) 
 
OOCISTI 
 
TEMPO DI 
SPORULAZIONE (giorni) 
E. ovinoidalis 23,0 x 18,0 Ellissoidali e incolori 1-3 
E. crandallis 21,9 x 19,4 Ellissoidali o sub 
sferiche 
1-3 
E. ahsata 33,4 x 22,6 Ovoidali, giallastre-
marroni 
2-3 
E. bakunensi 31,0 x 20,0 Ellisooidali 2-4 
E. faurei 32,0 x 23,0 Ovoidali, giallastre 
pallido 
1-3 
E. granulosa 29,4 x 20,9 A forma di urna, 
giallastre-marroni 
3-4 
E. intricata 48,0 x 34,0 Ellissoidali e marroni 3-7 
E. marsica 19,0 x 13,0 Ellissoidali, incolori o 
giallo pallido 
3 
E. pallida 14,0 x 10,0 Ellissoidali, incolori o 
giallo pallido 
1-3 
E. parva 16,5 x 14,0 Da sferiche a sub-
sferiche, incolori 
3-5 
E. 
weybridgensis 
24,0 x 17,0 Ellissoidali o sub 
sferiche 
1-3 
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Tabella 4. Caratteristiche morfologiche delle diverse specie coccidiche dei 
caprini. 
 
SPECIE 
 
 
DIMENSIONI 
MEDIE (µm) 
 
OOCISTI 
 
TEMPO DI 
SPORULAZIONE 
(giorni) 
E. caprina 32,0 x 23,0 Ellissoidali e marroni 2-3 
E. 
ninakohlyakimovae 
20,7 x 14,8 Ellissoidali e incolori 1-4 
E. christenseni 38,0 x 25,0 Ovoidali, incolori o 
giallo pallido 
6 
E. hirci 20,7 x 16,2 Ovoidali rotondeggianti 
e giallo tenue 
2-3 
E. alijevi 17,0 x 15,0 Ovoidali o ellissoidali, 
incolori o giallo pallido 
1-5 
E. arloingi 27,0 x 18,0 Ellissoidali 1-2 
E. aspheronica 31,0 x 32,0 Ovoidali, verdastre o 
brunastre 
1-2 
E, caprovina 30,0 x 24,0 Ellissoidale o sub 
sferica, colorata 
2-3 
E. jolchijevi 31,0 x 22,0 Ellissoidale o ovale e 
gialle pallido 
2-4 
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2. 4 Kit ELISA 
Il test ELISA, acronimo derivato dall'espressione inglese Enzyme-Linked 
ImmunoSorbent Assay (Saggio Immuno-Assorbente legato ad un Enzima), è 
metodo versatile d'analisi immunologica usato in biochimica per rilevare la 
presenza di una sostanza usando uno o più anticorpi ad uno dei quali è legato 
un enzima. La sostanza da rilevare può essere un antigene appartenente ad 
un patogeno o un anticorpo contro un determinato antigene nel plasma 
sanguigno dell’ animale per accertarsi se c'è stata un'esposizione ad un 
determinato patogeno. Ci sono diversi varianti del test ELISA, che si 
differenziano secondo il componente che si vuole rilevare: nel test diretto viene 
determinata la presenza dell'antigene, in quello indiretto la presenza di 
anticorpi contro l'antigene. 
Nel presente lavoro sono stati usati due tipi di kit ELISA commerciali: 
1. Bio-X Diagnostics Fasciola hepatica antigen Elisa Kit (Jemelle, Belgio) 
2. Bio-X Diagnostics antibody anti-Fasciola hepatica Elisa Kit (Jemelle, Belgio) 
Entrambi questi Kit sono stati usati per la diagnosi di Fasciola hepatica, con lo 
scopo di offrire un ulteriore supporto diagnostico, in quanto spesso gli esami 
parassitologici,  presentano una bassa sensibilità (Afshan et al., 2013; 
Vercruysse et al., 2008), a causa del periodo prepatente della malattia e 
dell’irregolarità di eliminazione delle uova tramite le feci (Avcioglu et al., 2014). 
 
• Kit ELISA per la coprodiagnosi (Bio-X Diagnostics Fasciola hepatica antigen 
Elisa Kit) 
Questo kit consente di rilevare la presenza di copro-antigeni nel materiale fecale 
già una settimana dopo l’arrivo del parassita nei dotti biliari e di conseguenza 
anche durante il periodo di circa 8-10 settimana che precede la deposizione 
delle uova da parte della forma adulta. Nel kit sono presenti due piastre da 96 
pozzetti, le cui file A, C, E e G sono state sensibilizzate con un anticorpo 
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policlonale specifico contro la Fasciola hepatica, consentendo il legame con 
l’eventuale antigene presente nelle feci; mentre le file di controllo B, D, F e H 
sono state sensibilizzate con un anticorpo policlonale non specifico per il 
parassita in questione, così da eliminare tutti i falsi positivi. 
PROCEDURA 
1° Step: diluizione dei campioni fecali col buffer di diluizione (2gr x 2 ml per i 
bovini e 0,5 gr x 2ml per gli ovi-caprini) e la centrifugazione a 1800 rpm per 10 
minuti, raccogliendo poi il surnactante.  
2° Step: aggiunta di 100 µl di campione di riferimento positivo (contenente 
l’antigene) nei pozzetti A1 e B1 e 100 µl di ogni campione nei pozzetti seguendo 
lo schema → campione 1 in A2 e B2, campione 2 in A3 e B3 e così via. 
3° Step: incubazione a temperatura ambiente per 2 ore coprendo la piastra. 
4° Step: lavaggio della piastra con la soluzione di lavaggio ripetendo l’operazione 
3 volte. 
5° Step: aggiunta in ogni pozzetto di 100 µl di liquido contenente il primo 
coniugato, l’anticorpo anti- Fasciola hepatica. 
6° Step: incubazione a temperatura ambiente per 1 ora coprendo la piastra. 
7° Step: lavaggio come descritto nello step 4. 
8° Step: aggiunta in ogni pozzetto di 100 µl di liquido contenente il secondo 
coniugato, un’enzima perossidasi. 
9° Step: incubazione a temperatura ambiente per 1 ora coprendo la piastra. 
10° Step: lavaggio come descritto nello step 4. 
11° Step: aggiunta di 100 µl di cromogeno in ogni pozzetto. 
12° Step: incubazione a temperatura ambiente per 10 minuti al buio e senza 
coprire la piastra. 
13° Step: aggiunta di 50 µl di soluzione di stop in ogni pozzetto. 
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Se sono presenti i coproantigeni di F. hepatica, il primo coniugato rimane legato 
nel pozzetto e l’enzima perossidasi catalizza la reazione del cromogeno, 
inizialmente incolore, colorando di blu il composto. La seguente aggiunta della 
soluzione di stop blocca questa reazione conferendo al composto un colore 
giallo. L’intensità del colore nei singoli pozzetti è direttamente proporzionale 
alla quantità di copro-antigeni presenti in ogni campione fecale. Una volta 
pronta, la piastra viene letta da un lettore di micro piastre ad assorbanza 
usando un filtro di 450 nm. E’ importante procedere il più velocemente possibile 
alla lettura in quanto il cromogeno può cristallizzare e distorcere quindi i 
risultati.  
INTERPRETAZIONE DEI RISULTATI 
 
Le densità ottiche ottenute da ogni campione nelle file A, C, E e G vengono 
sottratte a quelle di riferimento del controllo negativo delle file B, D, F e H. Lo 
stesso procedimento viene effettuato sul controllo positivo. Il risultato ottenuto 
da ogni campione viene diviso infine con quello del controllo positivo, e 
moltiplicato per 100, così da esprimere il grado di positività in percentuale (%). I 
valori superiori al 6,07% sono da considerarsi positivi. 
 
• Kit ELISA per la sierodiagnosi (Bio-X Diagnostics antibody anti-Fasciola 
hepatica Elisa Kit) 
 
Il kit in questione consente di rilevare la presenza di anticorpi nel siero di sangue 
e di latte dei ruminanti. Diversamente dal kit ELISA per la ricerca dei 
coproantigeni, la positività dei campioni esaminati non implica per forza 
un’infestazione in corso, ma può anche indicare un contatto pregresso col 
parassita, nei confronti del quale l’animale ha prodotto anticorpi. Nel kit sono 
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presenti due piastre da 96 pozzetti, le cui colonne dispari 1, 3, 5, 7, 9, e 11 
contengono una proteine (antigene) della F. hepatica, consentendo il legame 
con l’eventuale anticorpo specifico presente nel siero dei campioni; mentre le 
colonne di controllo pari 2, 4, 6 8, 10 e 12 contengono solo un anticorpo 
monoclonale, così da eliminare tutti i falsi positivi.  
PROCEDURA 
1° Step: diluizione dei campioni di siero di sangue (10 µl di siero x 1 ml di liquido 
di diluizione) e dei campioni di siero di latte (250 µl di siero x 750 µl di liquido di 
diluizione). 
2° Step: aggiunta di 100 µl di siero di riferimento positivo nei pozzetti A1 e A2, e 
100 µl di siero di ogni campione nei pozzetti seguendo lo schema → campione 1 
in A3 e A4, campione 2 in A5 e A6 e così via. 
3° Step: incubazione a temperatura ambiente per 1 ora coprendo la piastra. 
4° Step: lavaggio della piastra come descritto nel kit precendente. 
5° Step: aggiunta di 100 µl di liquido contenente il primo coniugato, ovvero il 
complesso anticorpo monoclonale IgG1 con l’enzima perossidasi. 
6° Step: incubazione a temperatura ambiente per 1 ora coprendo la piastra. 
7° Step: lavaggio. 
8° Step: aggiunta in ogni pozzetto di 100 µl di cromogeno. 
9° Step: incubazione a temperatura ambiente per 10 minuti al buio e senza 
coprire la piastra. 
10° Step: aggiunta di 50 µl di soluzione di stop in ogni pozzetto. 
Se sono presenti le specifiche immunoglobuline contro la Fasciola hepatica, 
queste si legano alla proteina specifica contenuta nelle colonne dispari e la 
successiva aggiunta del coniugato consente di colorare il pozzetto di blu, grazie 
alla reazione del cromogeno catalizzata dall’enzima. La soluzione di stop blocca 
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la reazione colorando il pozzetto di giallo. L’intensità del colore nei singoli 
pozzetti è direttamente proporzionale alla quantità di anticorpi presenti in ogni 
campione di siero. Una volta pronta, la piastra viene letta da un lettore di micro 
piastre ad assorbanza usando un filtro di 450 nm. E’ importante procedere il più 
velocemente possibile alla lettura in quanto il cromogeno può cristallizzare e 
distorcere quindi i risultati. 
INTERPRETAZIONE DEI RISULTATI 
Le densità ottiche ottenute da ogni campione nelle colonne dispari 1, 3, 5, 7, 9 e 
11 vengono sottratte a quelle di riferimento del controllo negativo delle colonne 
pari 2, 4, 6, 8, 10 e 12. Lo stesso procedimento viene effettuato sul controllo 
positivo. Il risultato ottenuto da ogni campione viene diviso infine con quello del 
controllo positivo, e moltiplicato per 100, così da esprimerlo in percentuale (%). 
Valori superiori al 15% sono da considerarsi positivi.  
 
2.5 Elaborazione statistica 
 
Il test del Chi quadro con la correzione di Yates è stato applicato:  
 
1) tra le prevalenze generali di positività alla parassitosi, alla 
strongilosi gastrointestinale e alla coccidiosi ottenute  nei bovini vs 
piccoli ruminanti, al fine di verificare differenze fra le specie; 
2) tra le prevalenze generali di positività alla parassitosi, alla 
strongilosi gastrointestinale e alla coccidiosi ottenute nel “gruppo 
totale” (bovini + piccoli ruminanti) suddivisi per area di indagine, al 
fine di verificare differenze tra le due aree oggetto di studio; 
3) tra le prevalenze di positività alla parassitosi, alla strongilosi 
gastrointestinale e alla coccidiosi ottenute nei bovini suddivisi per 
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area di indagine (bovini Area 1 vs bovini Area 2), al fine di 
verificare differenze tra le due aree oggetto di studio; 
4) tra le prevalenze di positività alla parassitosi, alla strongilosi 
gastrointestinale e alla coccidiosi ottenute nei piccoli ruminanti 
suddivisi per area di indagine (piccoli ruminanti Area 1 vs piccoli 
ruminanti Area 2), al fine di verificare differenze tra le due aree 
oggetto di studio. 
 
Al fine di verificare la concordanza tra le diverse tecniche diagnostiche utilizzate 
nella diagnosi di fasciolosi epatica (concordanza inter-assay), è stato calcolato il 
K di Cohen sia sui risultati ottenuti nei bovini, sia per i piccoli ruminanti.  
In particolare la concordanza è stata verificata tra i risultati ottenuti con 
l’utilizzo del kit ELISA sul siero (“kit siero”) vs i risultati ottenuti con il kit ELISA 
utilizzato sulle feci (“kit feci”) vs esame coprologico (“feci”). 
  
Se:  
 
a) K<0,01: concordanza è nulla;  
b) K compreso tra 0,01-0,40: una concordanza modesta; 
c) K compreso tra 0,41-0,60: concordanza moderata;  
d) K compreso tra 0,61-0,80: concordanza buona; 
e) K compreso tra 0,81-1: concordanza eccellente.  
 
L’analisi statistica è stata effettuata mediante il programma GraphPad Prism® e 
Microsoft Excel:MAC® 2011. 
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3. Risultati 
 
Nel periodo compreso tra Aprile 2012 e Dicembre 2014, nel presente studio 
sono stati esaminati 178 ruminanti adulti, di cui 76 bovini, 61 ovini e 41 caprini, 
per la ricerca di parassiti gastrointestinali, epatici e polmonari al fine di valutare 
la relativa prevalenza. Gli animali provengono da 16 allevamenti, dei quali 5 
bovini, 7 ovini e 4 caprini. Gli allevamenti sono localizzati in due aree con 
caratteristiche diverse. La prima area, denominata Area 1, comprende alcune 
zone delle province di Pisa e Lucca, caratterizzate da ampie pianure. Le 
statistiche effettuate dal Ministero delle Politiche Agricole Alimentari e Forestali 
(MIPAAF) hanno evidenziato che dal 2012 al 2014 queste province sono state 
caratterizzate da temperature medie di 14,3 °C e una piovosità media di 1138,7 
mm (www.politicheagricole.it). Al suo interno sono inseriti 10 allevamenti, di cui 
3 bovini, 4 ovini e 3 caprini, per un totale di 111 animali, di cui 52 bovini, 42 
ovini e 17 caprini. Inoltre in questa area sono compresi 6 allevamenti, di cui 2 
bovini, 3 ovini e 1 caprino, che seguono un protocollo terapeutico/profilattico 
comprendente due trattamenti antielmintici l’anno con un farmaco ad ampio 
spettro, attivo nei confronti dei nematodi, dei trematodi e dei cestodi. La 
seconda area, denominata Area 2, comprende alcune zone delle province di 
Pistoia e Massa-Carrara, caratterizzate da un ambiente più collinare. Le 
statistiche effettuate dal MIPAAF in queste province hanno evidenziato, sempre 
nel triennio 2012-2014 e rispetto all’Area 1, temperature medie più basse 
(10,6°C) e una minore piovosità (1001,1 mm) (www.politicheagricole.it). Al suo 
interno sono inseriti 6 allevamenti, di cui 2 bovini, 3 ovini e 1 caprino, per un 
totale di 67 animali, di cui 24 bovini, 19 ovini e 24 caprini. Nessun allevamento 
compreso in questa area esegue alcun trattamento antiparassitario sugli 
animali. 
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La prevalenza generale degli animali parassitati, considerando sia gli esami 
copro-microscopici sia i due Kit Elisa, è stata dell’83,7%. Prendendo in 
considerazione le diverse specie, gli ovini e i caprini hanno mostrato una 
prevalenza più elevata, rispettivamente del 98,3% e del 95,1%, rispetto a quella 
riscontrata nei bovini (63,1%). La differenza di prevalenza fra i bovini e i piccoli 
ruminanti è risultata statisticamente significativa (p<0,001).   
Per quanto riguarda gli esami copro-microscopici, come evidenziato in Tabella 5, 
la prevalenza generale è stata dell’80,3%, il 19,7% degli animali è risultato 
quindi  negativo per tutti i parassiti identificabili con le tecniche copro-
microscopiche utilizzate nel presente studio. Nei bovini la prevalenza è stata del 
57,9%, mentre nei piccoli ruminanti i valori sono risultati più elevati; infatti negli 
ovini la prevalenza è stata del 95,08%, mentre nei caprini del 87,8% (Tabella 5). 
La differenza di prevalenza fra bovini e piccoli ruminanti, è risultata 
statisticamente significativa (p<0,001) (Tabella 15). Se prendiamo in 
considerazione le due diverse aree degli allevamenti, emerge una prevalenza del 
69,7% nell’Area 1 e del 94,2% nell’ Area 2 (Tabella 5). Questo dato è risultato 
statisticamente significativo (p<0,001) (Tabella 16). Inoltre nei bovini si 
evidenzia una notevole differenza di prevalenza fra le due aree, anche questa 
statisticamente significativa (p<0,001) (Tabella 17), in quanto nell’Area 2 la 
percentuale risulta più del doppio (91,6%)  rispetto a quella dell’Area 1 (42,3%). 
Negli ovini e nei caprini le percentuali sono invece molto simili e le differenze 
nel gruppo dei piccoli ruminanti fra le due aree considerate non sono risultate 
statisticamente significative. I parassiti isolati nelle diverse specie di animali 
sono illustrati in Tabella 6 e comprendono protozoi (Eimeria e Buxtonella), 
nematodi (strongili gastrointestinali, strongili polmonari, Trichuris spp., 
Capillaria spp., Strongyloides papillosus), trematodi (Dicrocelium dendriticum) e 
infine cestodi (Moniezia benedeni). Come descritto in Tabella 6, fra i parassiti 
isolati nel presente studio, gli strongili gastrointestinali hanno mostrato la 
prevalenza più elevata (71,35%), seguono i coccidi del genere Eimeria (56,7%), 
36 
 
D. dendriticum (14,05%), Trichuris spp. (12,4%), S. papillosus (10,7%), gli strongili 
polmonari (10,1%) e B. sulcata (8,9%), mentre M. benedeni e Capillaria spp. 
hanno mostrato una prevalenza bassa, rispettivamente del 3,4%, 2,5%. Fasciola 
hepatica non è stata riscontrata in nessun campione (0%). Anche nelle due aree 
considerate gli strongili gastrointestinali e i coccidi hanno mostrato la 
prevalenza più elevata (Tabella 6), che risulta però superiore nell’Area 2 (81,1% 
e 65,2% rispettivamente per gli strongili gastrointestinali e i coccidi) rispetto 
all’Area 1 (65,1% e 44,9% rispettivamente per gli strongili gastrointestinali e i 
coccidi). Come illustrato in Tabella 16, questi dati sono risultati statisticamente 
significativi, sia per quanto riguarda le differenze di prevalenza degli strongili 
gastrointestinali (p<0,001) sia per le differenze di prevalenza dei coccidi 
(p<0,002) nelle due aree considerate. 
Come evidenziato sempre in Tabella 6, gli strongili gastrointestinali sono stati i 
parassiti con la prevalenza più elevata (52,6%) nei bovini, seguono i coccidi 
(26,3%) e B. sulcata (21,05%), mentre è emersa la totale assenza degli strongili 
polmonari, Trichuris spp., D. dendriticum e M. benedeni. Anche nelle due aree di 
riferimento gli strongili gastrointestinali e i coccidi sono stati prevalenti nei 
bovini, mostrando tuttavia prevalenze maggiori nell’Area 2, che sono risultate 
statisticamente significative (p<0,001) (Tabelle 7 e 17). Negli ovini sono sempre 
gli strongili gastrointestinali a mostrare la prevalenza più elevata (85,25%), 
seguono i coccidi (75,4%), D. dendriticum (32,8%) e gli strongili polmonari (18%), 
mentre non è emersa alcuna positività per Capillaria spp. e B. sulcata (Tabella 
6). In Tabella 8 sono illustrate le differenze di prevalenza dei parassiti negli ovini 
fra le due aree considerate. Nei caprini i parassiti con la prevalenza più elevata 
sono stati gli strongili gastrointestinali e i coccidi, che hanno mostrato la stessa 
prevalenza (85,4%), a seguire Trichuris spp. (24,4%) e gli strongili polmonari 
(17,1%), mentre i parassiti non riscontrati sono stati gli stessi degli ovini (Tabella 
6). In Tabella 9 sono illustrate le differenze di prevalenza dei parassiti nei caprini 
fra le due aree considerate. Come per gli ovini, in generale le prevalenze dei 
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parassiti isolati con le tecniche copro-microscopiche, compresi gli strongili 
gastrointestinali e i coccidi, hanno mostrato valori più elevati nell’Area 2 
rispetto all’Area 1.  
Dal punto di vista statistico, sono state valutate le differenze di prevalenza sia 
per gli strongili gastrointestinali che per i coccidi fra le due aree considerando gli 
ovini e i caprini come un unico gruppo, denominato “piccoli ruminanti”. Come 
illustrato in Tabella 17, sono emerse differenze di prevalenza statisticamente 
significative fra le due aree considerate e tra i due gruppi di animali solo per 
quanto riguarda gli strongili gastrointestinali (p<0,003). 
La prevalenza delle varie specie di Eimeria isolate dalle diverse specie di 
ruminanti sono illustrate in Tabella 10. Come evidenziato in Tabella 10, le specie 
con la prevalenza più elevata sono state Eimeria bovis, E. ovinoidalis e E. 
caprina, rispettivamente nei bovini, negli ovini e nei caprini. Per quanto riguarda 
gli strongili polmonari, questi parassiti sono stati riscontrati solo nei piccoli 
ruminanti e Muellerius capillaris e Protostrongylus rufescens sono state le specie 
isolate sia negli ovini che nei caprini anche se con prevalenza più elevata negli 
ovini (21,3%) rispetto ai caprini (12,2%). Inoltre, M. capillaris è risultata la specie 
prevalente negli ovini (53,8% negli ovini e 60% nei caprini), mentre P. rufescens 
la specie prevalente nei caprini (80% nei caprini e 46,1% negli ovini).  
Per quanto riguarda i risultati dell’analisi coprologica quantitativa, il numero 
medio di uova di strongili gastrointestinali riscontrato nei campioni fecali 
esaminati con la tecnica di McMaster (Tabella 11) è risultato pari a 401,25 UPG 
(± 187,2 UPG d.s.) nei bovini, a 547,7 UPG (± 107,7 UPG d.s.) negli ovini e a 
475,7 UPG (± 206,7 UPG d.s.) nei caprini, mentre l’escrezione media di oocisti di 
Eimeria spp. nei campioni positivi è stata invece pari a 505 OPG (± 288,8 OPG 
d.s.) nei bovini, a 491,2 OPG (± 176,2 OPG d.s.) negli ovini e a 587,5 OPG (± 
212,3 OPG d.s.) nei caprini (Tabella 11). Nell’Area 2 sia il numero medio di uova 
di strongili gastrointestinali che l’escrezione media di oocisti coccidiche è 
risultata più elevata in tutte le specie rispetto all’Area 1, soprattutto nei bovini 
38 
 
dove i valori nell’Area 2 (652,7 UPG ± 134,1 UPG d.s. e 616,6 OPG ± 285 OPG 
d.s.) risultano circa tre volte superiori rispetto a quelli dell’Area 1 (195,45 UPG ± 
99,8 UPG d.s. e 170 OPG ± 54,3 OPG d.s.) (Tabella 12).  
Tra gli animali esaminati nel presente studio, 94 animali di entrambe le aree, di 
cui 43 bovini, 31 ovini e 20 caprini, sono anche stati esaminati utilizzando due 
Kit Elisa commerciali utili per la diagnosi di fasciolosi. Il primo Kit Elisa rileva la 
presenza di coproantigeni nelle feci, mentre il secondo Kit Elisa, tramite l’utilizzo 
del siero di latte o di sangue, permette di rilevare la presenza di anticorpi anti-
Fasciola hepatica. L’Area 1 comprende un totale di 50 animali, di cui 25 bovini, 
15 ovini e 10 caprini, mentre l’Area 2 comprende 44 animali, di cui 18 bovini, 16 
ovini e 10 caprini. 
Il 21,3% degli animali è risultato positivo al Kit Elisa per la copro-diagnosi 
(Tabella 13) e, ad eccezione di due campioni provenienti da una capra e una 
pecora, tutti gli animali positivi a questo kit sono risultati positivi anche al kit per 
la ricerca degli anticorpi con una concordanza statistica medio-buona a seconda 
delle diverse specie animali, come illustrato in Tabella 19. Nelle varie specie si 
sono notate delle differenze; infatti, nei bovini la prevalenza è stata del 6,9%, 
negli ovini del 35,5% e nei caprini del 30% (Tabella 13). Prendendo in 
considerazione le due aree di riferimento, la prevalenza generale emersa 
nell’Area 1 è stata del 26%, mentre nell’ Area 2 la prevalenza generale è stata 
del 15,9% (Tabella 13). Anche per quanto riguarda le diverse specie di 
ruminanti, le prevalenze sono state più elevate nell’Area 1 rispetto all’Area 2 
(Tabella 13). 
Le prevalenze osservate con l’utilizzo del Kit Elisa per la sierodiagnosi sono 
illustrate in Tabella 14. Negli animali esaminati nel presente studio è stata 
osservata una sieroprevalenza totale pari al 34,1%, con differenze di prevalenza 
fra le varie specie. Infatti, nei bovini la positività è stata del 25,6%, negli ovini del 
61,3% e nei caprini del 10% (Tabella 14). Le differenze di prevalenza fra le due 
aree considerate sono descritte sempre in Tabella 14. Analogamente a quanto 
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osservato con  il Kit per la coprodiagnosi, nell’Area 1 sono stati rilevati valori più 
elevati di prevalenza rispetto all’Area 2, sia per quanto riguarda la prevalenza 
generale sia per quanto riguarda quelle osservate nelle diverse specie, ad 
eccezione dei caprini che presentano valori uguali di prevalenza (10%) nelle due 
aree. 
 
 
 
Tabella 5. Prevalenza (%) degli animali risultati positivi agli esami copro-
microscopici. 
 
 
Prevalenza % (N. positivi/n. esaminati) 
 Generale Area 1 Area 2 
Totale animali 80,3% (143/178) 68,4% (76/111) 97,01% (65/67) 
Bovini 57,9 % (44/76) 42,3% (22/52) 91,6% (22/24) 
Ovini 95,08% (58/61) 92,8% (39/42) 100% (19/19) 
Caprini 87,8% (36/41) 82,3% (14/17) 91,6% (22/24) 
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Tabella 6. Prevalenza dei parassiti isolati con gli esami copro-microscopici nelle 
due diverse aree considerate (Area 1 e Area 2) e nelle diverse specie di 
ruminanti (bovini, ovini e caprini) esaminati. 
Prevalenza % (N. positivi/n. esaminati) dei singoli parassiti 
Parassita Totale Area 1 Area 2 Bovini Ovini Caprini 
Strongili 
Gastrointestinali* 
71,35% 
(127/178) 
63,4% 
(71/111) 
83,6% 
(56/67) 
52,6% 
(40/76) 
85,25% 
(52/61) 
85,4% 
(35/41) 
Nematodirus spp. 4,5% 
(8/178) 
4,5% 
(5/111) 
4,5% 
(3/67) 
5,2% 
(4/76) 
4,9% 
(3/61) 
2,4% 
(1/41) 
Strongyloides 
papillosus 
10,7% 
(19/178) 
5,4% 
(6/111) 
19,4% 
(13/67) 
5,3% 
(4/76) 
18,1% 
(11/61) 
9,8% 
(4/41) 
Trichuris spp. 12,4% 
(22/178) 
8,1% 
(9/111) 
19,4% 
(13/67) 
0%  
(0/76) 
19,7% 
(12/61) 
24,4% 
(10/41) 
Capillaria spp. 2,5% 
(4/178) 
0,9% 
(1/111) 
4,5% 
(3/67) 
5,3% 
(4/76) 
0%  
(0/61) 
0%  
(0/41) 
Strongili 
polmonari 
10,1% 
(18/178) 
3,6% 
(4/111) 
20,9% 
(14/67) 
0% 
 (0/76) 
18% 
(11/61) 
17,1 % 
(7/41) 
Fasciola 
hepatica 
0%  
(0/178) 
0% 
(0/111) 
0% 
(0/67) 
0%  
(0/76) 
0%  
(0/61) 
0%  
(0/41) 
Dicrocelium 
dendriticum 
14,05% 
(25/178) 
9,1% 
(10/111) 
22,4% 
(15/67) 
0%  
(0/76) 
32,8% 
(20/61) 
12,2% 
(5/41) 
Eimeria spp. 56,7% 
(101/178) 
43,2 % 
(48/111) 
79,1% 
(53/67) 
26,3% 
(20/76) 
75,4% 
(46/61) 
85,4% 
(35/41) 
Buxtonella 
sulcata 
8,9% 
(16/178) 
1,8% 
(2/111) 
20,9% 
(14/67) 
21,05% 
(16/76) 
0%  
(0/61) 
0%  
(0/41) 
Moniezia 
benedeni 
3,4% 
(6/178) 
3,6% 
(4/111) 
4,5% 
(3/67) 
0%  
(0/76) 
6,55% 
(4/61) 
4,9% 
(2/41) 
* incluso Nematodirus spp. 
 
Tabella 7. Bovini: prevalenza dei parassiti isolati nelle due aree considerate 
(Area 1 e Area 2). 
 Prevalenza (N. positivi/n. esaminati) 
 Strong. 
gastrointestinali* 
Nematodirus 
spp. 
S.papillosus Capillaria 
spp. 
Eimeria 
spp. 
B. 
sulcata 
Area 1 42,3% (22/52) 3,8% (2/52) 1,9% (1/52) 1,9% 
(1/52) 
9,6% 
(5/52) 
5,7% 
(3/52) 
Area 2 75% (18/24) 8,3% (2/24) 12,5% 
(3/24) 
12,5% 
(3/24) 
62,5% 
(15/24) 
58,3% 
(14/24) 
          * comprensiva di Nematodirus spp. 
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Tabella 8. Ovini: prevalenza dei parassiti isolati nelle due aree considerate 
(Area1 e Area2). 
 Prevalenza (N.positivi/n.esaminati) 
 Strong. 
G.I.* 
Nematodirus 
spp. 
S. 
papillosu
s 
Trichuris 
spp. 
Strong. 
polmonar
i 
D. 
dendriticu
m 
Eimeria 
spp. 
M. 
benedeni 
Area 
1 
80,9% 
(34/42) 
4,7% 
(2/42) 
9,5% 
(4/42) 
17,5% 
(7/42) 
7,1% 
(3/42) 
21,4% 
(9/42) 
71,4% 
(30/42) 
2,4% 
(2/42) 
Area 
2 
94,7% 
(18/19) 
5,2 % 
(1/19) 
36,3% 
(7/19) 
42,1% 
(8/19) 
42,1% 
(8/19) 
57,9% 
(11/19) 
84,2% 
(16/19) 
10,5% 
(2/19) 
   * comprensiva di Nematodirus spp. 
Tabella 9. Caprini: prevalenza dei parassiti isolati nelle due aree considerate 
(Area1 e Area2). 
 Prevalenza (N.positivi/n.esaminati) 
 Strong. 
G.I.i* 
Nematodirus 
spp. 
S. 
papillosus 
Trichuris 
spp. 
Strong. 
Polmonari 
D. 
dendriticum 
Eimeria 
spp. 
M. 
benedeni 
Area 
1 
70,6% 
(12/17) 
5,8% 
(1/17) 
5,8% 
(1/17) 
11,7% 
(2/17) 
5,9% 
(1/17) 
5,9% 
(1/17) 
76,5% 
(13/17) 
11,7% 
(2/17) 
Area 
2 
95,8% 
(23/24) 
0% 
(0/24) 
12,5% 
(3/24) 
20,8% 
(5/24) 
25% 
(6/24) 
16,7% 
(4/24) 
91,6% 
(22/24) 
0% 
(0/24) 
     * comprensiva di Nematodirus spp. 
Tabella 10. Prevalenza delle diverse specie di Eimeria isolate dai bovini, ovini e 
caprini esaminati. 
Bovini 
E. bovis E. zuernii E. canadensis E. cilindrica E. subspherica 
65% 50% 45% 35% 30% 
Ovini 
E. 
ovinoidalis 
E. ahsata E. granulosa E. parva E. 
weybridgensis 
74% 54,3% 43,9% 15,2% 8,7% 
Caprini 
E. caprina E. 
caprovina 
E. 
christenseni 
E. 
ninakohlyakimovae 
E. arloingi 
82,9% 54,3% 31,4% 22,8% 17,1% 
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Tabella 11. Numero medio (± deviazione standard) di uova di strongili 
gastrointestinali (UPG) e di oocisti coccidiche (OPG) per grammo di feci nelle 
diverse specie di ruminanti. 
 
 Strongili 
Gastrointestinali 
(UPG) 
Coccidi 
(OPG) 
Bovini 401,25 (± 187,2) 505 (± 288,8) 
Ovini 547,7 (± 107,7) 491,2 (± 176,2) 
Caprini 475,7 (± 206,7) 587,5 (± 212,3) 
 
 
 
Tabella 12. Numero medio (± deviazione standard) di uova (UPG) di strongili 
gastrointestinali e di oocisti coccidiche (OPG) per grammo di feci nelle diverse 
specie di ruminanti e nelle due aree considerate. 
 
 
 Strongili gastrointestinali (UPG) Coccidi (OPG) 
Area 1 Area 2 Area 1 Area 2 
Bovini 195,4 (± 99,8) 652,7 (± 134) 170 (± 54) 616,6 (± 285) 
Ovini 542,6 (± 139,2) 563,6 (± 69) 428,3 (± 201,2) 680 (± 169,9) 
Caprini 473,3 (± 188,6) 477,5 (± 127) 436,6 (± 37) 640,6 (± 213,7) 
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Tabella 13. Prevalenza (%) generale, nelle due aree considerate (Area1 e Area2) 
e nelle diverse specie di ruminanti ottenuti utilizzando il Kit per la coprodiagnosi 
(Bio-X Diagnostics Fasciola hepatica antigen Elisa Kit, Jemelle, Belgium). 
 
Prevalenza (N. animali positivi/N. esaminati) 
 Generale Area 1 Area 2 
Totale 21,3% (20/94) 26% (13/50) 15,9% (7/44) 
Bovini 6,9% (3/43) 16% (4/25) 5,5% (1/18) 
Ovini 35,5% (11/31) 40% (6/15) 31,2% (5/16) 
Caprini 30% (6/20) 33,3% (3/10) 20% (2/10) 
 
 
 
Tabella 14. Prevalenza (%) generale, nelle due aree considerate (Area1 e Area2) 
e nelle diverse specie di ruminanti ottenuti utilizzando il Kit per la sierodiagnosi 
(Bio-X Diagnostics antibody anti-Fasciola hepatica Elisa Kit). 
 
Prevalenza (N. animali positivi/N. esaminati) 
 Generale Area 1 Area 2 
Totale 34,1% (32/94) 44% (22/50) 22,7% (10/44) 
Bovini 25,6% (11/43) 40% (10/25) 5,5% (1/18) 
Ovini 61,3% (19/31) 73,3% (11/15) 50% (8/16) 
Caprini 10% (2/20) 10% (1/10) 10% (1/10) 
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Tabella 15. Significatività statistica delle differenze di prevalenza degli strongili 
gastrointestinali e dei coccidi osservate tra bovini e piccoli ruminanti. 
Gruppi Generale Strong. gastrointestinali Coccidi 
Bovini vs piccoli ruminanti p<0,001 p<0,001 p<0,001 
 
Tabella 16. Significatività statistica delle differenze di prevalenza degli strongili 
gastrointestinali e dei coccidi osservate nelle due aree considerate (Area1 e 
Area2). 
Aree Generale Strong. gastrointestinali Coccidi 
Area 1 vs Area 2 p<0,001 p<0,001 p<0,002 
 
Tabella 17. Significatività statistica delle differenze di prevalenza degli strongili 
gastrointestinali e dei coccidi osservate nelle due diverse aree (Area 1 e Area 2) 
e nei due gruppi di ruminanti (Bovini e piccoli ruminanti). 
 Generale Strong. gastrointestinali Coccidi 
Bovini 
Area 1 vs Area 2 
p<0,001 p<0,001 p<0,001 
Piccoli ruminanti 
Area 1 vs Area 2 
NS* p<0,003 NS* 
                                                    *NS= non significativo 
Tabella 18. Concordanza statistica ottenuta dal confronto delle metodiche 
diagnostiche utilizzate per Fasciola hepatica nelle diverse specie di ruminanti 
esaminate. 
 PECORE CAPRE BOVINI 
 K di Cohen Concordanza K di Cohen Concordanza K di Cohen Concordanza 
Kit feci vs kit siero 0,348 Modesta 0,700 Buona 0,393 Buona 
Kit feci vs coprologico 0 Nulla 0 Nulla 0 Nulla 
Kit siero vs 
coprologico 
0 Nulla 0 Nulla 0 Nulla 
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4. Discussioni 
 
L’obiettivo principale del presente studio è stato la valutazione della prevalenza 
dei parassiti gastrointestinali, epatici e polmonari nei ruminanti in Toscana. A 
tale fine sono stati esaminati 178 ruminanti (76 bovini, 61 ovini e 41 caprini) i 
cui campioni fecali individuali sono stati analizzati con tecniche copro-
microscopiche sia qualitative che quantitative, mentre 94 animali sono stati 
esaminati anche con due Kit Elisa commerciali per l’immunodiagnosi di Fasciola 
hepatica, dei quali uno per la ricerca dei copro-antigeni e l’altro per la ricerca 
degli anticorpi nel siero di sangue e nel latte. Gli animali provengono da 16 
allevamenti, 5 bovini, 7 ovini e 4 caprini, localizzati in due aree della Toscana, 
che sono state denominate Area 1 e Area 2. L’Area 1 comprende 111 animali 
provenienti da allevamenti situati nelle province di Lucca e Pisa, mentre l’Area 2 
comprende 67 animali provenienti dalle province di Pistoia e Massa-Carrara. La 
valutazione delle differenze di prevalenza emerse fra le due aree considerate ha 
rappresentato un ulteriore obiettivo del presente studio. 
Dai risultati ottenuti è emerso che l’83,7% degli animali è risultato positivo per 
la presenza di parassiti, con tassi di  prevalenza statisticamente maggiori 
(p<0,001) nei piccoli ruminanti rispetto ai bovini.  
I parassiti che sono stati isolati in tutte le specie di ruminanti esaminate nel 
presente studio sono gli strongili gastrointestinali, tra cui Nematodirus spp., S. 
papillosus e i coccidi (Eimeria). 
Tra questi parassiti, gli strongili gastrointestinali e i coccidi hanno mostrato i 
valori di prevalenza più elevati in tutte le specie, in accordo con alcuni studi 
effettuati nei bovini (Perrucci et al., 2007; Stancampiano et al., 2007; 
Theodoropoulos et al., 2010), negli ovini (Domke et al., 2013) e nei caprini 
(Domke et al., 2013; Holm et al, 2014).  
Gli strongili gastrointestinali hanno mostrato una prevalenza del 52,6% nei 
bovini. La prevalenza riscontrata nel presente lavoro è risultata superiore a 
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quella  osservata in Grecia (11%) (Theodoropoulos et al., 2010), sovrapponibile a 
quanto riscontrato in bovini francesi importati in Italia (60%) (Stancampiano et 
al., 2007) e inferiore ai risultati ottenuti in Germania (85%) (Rehbein et al., 
2003) e in Belgio (94%) (Agneessens et al., 2000). In particolare la prevalenza 
ottenuta nel presente studio è risultata inferiore anche a quella di un 
precedente studio svolto nella stessa regione nel 2005 (95%) (Perrucci et al., 
2007). Theodoropoulus et al. (2010) sottolineano come la prevalenza (11%) in 
Grecia fosse molto bassa e non richiedesse nessun particolare controllo, mentre 
Agneessens et al. (2000) affermano che la prevalenza degli strongili 
gastrointestinali (94%) in Belgio è molto elevata e che l’attuazione di 
trattamenti farmacologici è necessaria. L’ elevata prevalenza di strongili 
gastrointestinali ottenuta nel presente lavoro ci suggerisce che questi parassiti, 
come già riportato in uno studio precedente effettuato nella stessa zona 
(Perrucci et al., 2007) siano comunque molto presenti e inducano a pensare che 
sia necessario attuare strategie di controllo per limitarne la diffusione. 
Nel caso degli strongili intestinali le indagini quantitative permettono di stimare 
il livello di infestazione facendo quindi una valutazione più oggettiva della 
necessità di eseguire un trattamento farmacologico e/o un controllo ambientale 
(Rinaldi et al., 2011; Roeber et al., 2013). Tuttavia il conteggio del numero di 
uova eliminate con le feci (UPG) può variare in relazione allo stato di salute 
dell’animale e alle caratteristiche delle diverse specie (Roeber et al., 2013).  
Nei bovini esaminati nel presente studio, il numero medio di uova di strongili 
gastrointestinali riscontrato è stato di 401,25 ± 187,2 UPG d.s.. I nostri risultati 
relativi alla valutazione quantitativa delle uova dimostrano una conta maggiore 
rispetto a quanto riscontrato  in uno studio condotto in Olanda (111UPG) 
(Borgsteede et al. 2000). Nel bovino, livelli compresi fra 600 e 700 UPG sono 
indicativi di infestazioni importanti e anche gravi con un numero di parassiti 
superiore a 10000, in questo caso è possibile che si manifestino forme cliniche 
con sintomi quali diarrea acquosa, anoressia o disoressia e anemia, e la 
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necessità di un trattamento farmacologico (Borgsteede et al., 2000; Capelli et 
al., 2010). Livelli compresi tra 100 e 250 UPG indicano cariche infestanti molto 
lievi, valori superiori a 250 UPG indicano infestazioni moderate, che possono 
causare forme subcliniche (Borgsteede et al., 2000; Capelli et al., 2010). 
Considerando il valore medio di UPG ottenuto nel presente studio, possiamo 
affermare che nelle zone della Toscana esaminate la carica infestante dei bovini 
è moderata. Borgsteede et al. (2000) sottolineano che anche livelli moderati di 
infestazione possono incidono negativamente sulle produzioni e che è 
importante dal punto di vista economico trattare anche gli animali con questo 
grado di infestazione. Infatti, Loyacano et al. (2002) hanno osservato che 
l’utilizzo di una terapia antiparassitaria contro gli strongili gastrointestinali 
produce effetti positivi sull’incremento ponderale e sulle produzioni.  
Pertanto possiamo affermare che negli allevamenti bovini esaminati nel 
presente studio potrebbe risultare vantaggioso applicare misure di controllo, 
come la gestione dei pascoli e un eventuale trattamento farmacologico, per 
limitare la diffusione e la prevalenza di questi parassiti, così da ridurre gli effetti 
negativi che hanno sulle produzioni animali. 
Negli ovini gli strongili gastrointestinali hanno mostrato una prevalenza 
dell’85,2%, confermando le elevate percentuali riscontrate in altri studi condotti 
in Europa, dove sono emerse prevalenze del 73% in Norvegia (Domke et al., 
2013) e del 90% in Spagna (Martinez–Valladares et al., 2013), mentre è in 
contrasto con quella ottenuta in uno studio condotto nelle regioni dell’Italia 
meridionale, dove è stata riscontrata una prevalenza del 61,7% (Dipineto et al., 
2013). 
Nei caprini gli strongili gastrointestinali hanno mostrato una prevalenza 
dell’85,4%, che è risultata superiore a quella ottenuta in recenti studi effettuati 
in diversi paesi europei: in Norvegia la prevalenza è stata del 61% (Domke et al., 
2013), del 70% in Danimarca (Holm et al., 2014), in Grecia del 33% (Kouam et 
al., 2014) e del 70% nel nord Italia (Zanzani et al., 2014). 
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Le elevate prevalenze degli strongili gastrointestinali da noi osservate nei piccoli 
ruminanti suggeriscono come sia importante, in accordo a quanto osservato in 
altri studi (Cabaret et al., 2002; Zanzani et al., 2014), l’attuazione di procedure di 
controllo ambientale e farmacologico nei confronti di questi parassiti. 
Nei piccoli ruminanti esaminati nel presente studio, i livelli medi di UPG sono 
risultati superiori rispetto a quelli evidenziati nel bovino. Negli ovini il numero 
medio di uova di strongili gastrointestinali è risultato pari a 547,7 ± 107,7 UPG, 
più elevato rispetto ad altri studi, dove il tasso di eliminazione delle uova con le 
feci è risultato sempre compreso fra 200 e 300 UPG (Martinez–Valladares et al., 
2013; Domke et al., 2013; Dipineto et al., 2013). 
Nei caprini il numero medio di uova di strongili gastrointestinali è stato di 475,7 
UPG (± 206,7 UPG d.s.), anche questo maggiore rispetto a quelli medi di 300 
UPG osservati in altri studi (Holm et al., 2014; Zanzani et al., 2014). 
A differenza dei bovini, nei piccoli ruminanti i tassi di eliminazione fecali 
compresi fra 600 e 700 UPG sono frequentemente associati ad infestazioni lievi 
sostenute da un numero inferiore a 2000 parassiti, che spesso non necessitano 
di alcun intervento (Cabaret et al., 2000; Domke et al., 2013). Considerando i 
risultati dei valori medi di UPG ottenuti nel presente studio possiamo affermare 
che i livelli di infestazione dei piccoli ruminanti non sono preoccupanti dal punto 
di vista clinico. 
Nematodirus spp. ha mostrato una prevalenza bassa nelle diverse specie di 
ruminanti esaminate nel presente studio. Nei bovini si è osservata una 
prevalenza del 2,6% che risulta inferiore ai risultati ottenuti in precedenti studi 
(Rehbein et al., 2003; Stancampiano et al., 2007) dove è emersa una prevalenza 
del 14%. Nei piccoli ruminanti, Nematodirus ha mostrato una prevalenza 
maggiore tra gli ovini (8,2%) rispetto ai caprini (2,4%). Confrontando questi dati 
con quelli ottenuti in altri studi, la prevalenza osservata negli ovini è maggiore 
rispetto a 0,5% e del 3%, ottenute rispettivamente in Norvegia (Domke et al., 
2013) e in Spagna (Martinez–Valladares et al., 2013), mentre la prevalenza da 
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noi osservata nei caprini è inferiore al 15% riportato in uno studio danese (Holm 
et al., 2014), e al 7% ottenuta in uno studio eseguito in Italia (Zanzani et al., 
2014). 
Insieme agli strongili gastrointestinali, i coccidi sono risultati i parassiti con la 
prevalenza più elevata in tutte le specie di ruminanti esaminate nel presente 
studio. I bovini sono la specie di ruminanti nella quale è stata riscontrata la 
prevalenza più bassa (26,3%). Confrontando questo risultato con i dati ottenuti 
disponibili in bibliografia emerge che la prevalenza osservata nel presente 
studio è molto più bassa. Infatti, in Austria (Koutny et al., 2012) la prevalenza 
riscontrata è stata dell’ 83% e in Inghilterra del 63% (Stewart et al., 2008). In 
Grecia, dove le condizioni climatiche sono simili a quelle italiane, la prevalenza 
osservata nei bovini adulti è risultata più elevata rispetto a quanto da noi 
ottenuto e pari al 41% (Theodoropoulos et al., 2010). Theodoropoulos et 
al.(2010) hanno inoltre osservato che la prevalenza dei coccidi aumenta negli 
animali giovani, evidenziando quindi come l’età sia un fattore di rischio molto 
importante. Infine la prevalenza ottenuta in questo studio risulta molto inferiore 
anche rispetto a due studi effettuati sul territorio italiano, uno in Umbria 
(Veronesi et al., 2011) e uno in Toscana (Perrucci et al., 2007), con prevalenze 
rispettivamente del 60% e del 74%.  
Tra le diverse specie di Eimeria identificate in questo studio, nei bovini E. bovis e 
E. zuernii sono state le specie con la prevalenza più elevata, rispettivamente del 
65% e del 50%. Queste stesse specie sono risultate quelle più frequentemente 
riscontrate anche negli allevamenti austriaci (Koutny et al., 2012). Inoltre esse 
sono considerate le specie più patogene per il bovino (Stewart et al., 2008; 
Lassen et al., 2009; Veronesi et al., 2011). 
L’escrezione media di oocisti di Eimeria spp. osservata nei bovini (505 ± 288,8 
OPG), concorda con quanto emerso in un precedente studio condotto in Italia 
(501 OPG) (Veronesi et al., 2011), mentre risulta inferiore rispetto a quanto 
riscontrato in Austria (1200 OPG) (Koutny et al., 2012). Fra i fattori che 
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maggiormente influiscono sulla comparsa di coccidiosi nella sua forma clinica 
rivestono notevole importanza la patogenicità delle specie isolate, la quantità di 
OPG emesse con le feci e ovviamente lo stato di salute dell’animale (Daugschies 
et al., 2005). Koutny et al. (2012) hanno osservato che il 75% dei bovini adulti 
esaminati con valori di OPG al di sotto di 1000 presentavano forme subcliniche 
di coccidiosi. Recenti studi hanno riscontrato che nel caso di E. bovis e E. zuernii, 
le manifestazioni cliniche di coccidiosi possono essere associate anche a tassi di 
eliminazione di oocisti pari o superiori a 500 OPG (Bangoura et al., 2012; 
Enemark et al., 2013), sottolineando così come la patogenicità delle specie di 
Eimeria possa influire molto sulla comparsa di una forma clinica di coccidiosi. 
Considerando la prevalenza, le specie e il valore medio di OPG osservati nel 
presente studio, possiamo affermare che la coccidiosi possa rappresentare un 
problema nei bovini nelle zone della Toscana da noi esaminate. Inoltre, Koutny 
et al.(2012) hanno sottolineato l’importanza epidemiologica delle forme 
subcliniche di coccidiosi nei bovini adulti, in quanto concorrono a contaminare i 
pascoli e a rappresentare una fonte di infezione per i giovani animali.  
Negli ovini è emersa una prevalenza dei coccidi pari al 75,4%, superiore rispetto 
a quella del 60% riscontrata nei soggetti adulti in Austria (Platzer et al., 2005), 
mentre nei caprini è stata ottenuta una prevalenza molto elevata (85,4%) e 
risultata superiore a quanto riscontrato in animali adulti della stessa specie in 
Olanda (65%) (Borgsteede et al., 1996) e in Ucraina e in Polonia (75%) (Balicka-
Ramirsz et al., 2012). 
Per quanto riguarda i risultati dell’analisi coprologica quantitativa, l’escrezione 
media di oocisti coccidiche nei piccoli ruminanti esaminati nel presente studio è 
circa 500 OPG, notevolmente più bassa di quelle riscontrate in altri studi (da 
2000 a 3000 OPG) (Platzer et al., 2005; Balicka-Ramisz et al., 2012).  
Come nei bovini, anche nei piccoli ruminanti ci sono diversi fattori che possono 
influire sulla comparsa della forma clinica di coccidiosi. Tuttavia nei piccoli 
ruminanti anche livelli superiori a 2000 OPG possono non essere associati a 
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coccidiosi clinicamente manifesta. Infatti, Ruiz et al. (2006) hanno osservato che 
valori compresi tra 1000 e 3000 OPG non hanno causato alcun sintomo nelle 
capre adulte. 
Negli ovini la specie con la prevalenza più elevata è stata E. ovinoidalis (74%), 
risultato in accordo con altri studi effettuati in Europa (Platzer et al., 2005; 
Rommel et al, 2000), mentre nei caprini la specie maggiormente riscontrata è 
stata E. caprina (82,9%), come in molti altri studi, effettuati in Spagna (Ruiz et 
al., 2006), in Repubblica Ceca (Koudela et al., 1998) e in Olanda (Borgsteede et 
al., 1996). 
Anche per i piccoli ruminanti esaminati in questo studio è importante 
considerare l’eventualità di attuare misure di controllo nei confronti dei coccidi. 
Ruiz et al. (2006) hanno osservato che la somministrazione di farmaci 
anticoccidici, in associazione all’applicazione di misure igieniche, possono 
ridurre notevolmente il rischio di reinfezione, limitando la contaminazione dei 
pascoli con le oocisti. 
La prevalenza di S. papillosus osservata in questo studio nei bovini (5,2%) risulta 
simile alla prevalenza del 3,1% documentata in Grecia (Theodoropoulos et al., 
2010), mentre è inferiore a quella (11,2%) riscontrata da Perrucci et al. (2007) in 
bovini stanziati nella provincia di Pisa. La prevalenza di questo parassita 
riscontrata negli ovini (18%) risulta molto simile a quella (17,2%) emersa in 
Norvegia (Domke et al., 2013); per la specie caprina, la nostra prevalenza (9,7%) 
è risultata superiore al 3% ottenuto in Italia da Zanzani et al. (2014) in uno 
studio effettuato nelle regioni del nord Italia, ma inferiore rispetto a quella 
ottenuta in Norvegia (19,6%) (Domke et al., 2013). 
Nel presente studio nella specie bovina sono stati isolati anche Capillaria spp. e 
B. sulcata. Il primo è stato riscontrato nel 2,5% della popolazione bovina 
esaminata, risultato di poco superiore a quella (0,9%) ottenuta da Stancampiano 
et al. (2007) nei bovini da carne francesi importati in Italia e a quella (1,7%) 
rilevata da Theodoropoulos et al. (2010) in Grecia.  
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Il secondo è stato riscontrato con una prevalenza del 21 %, che risulta inferiore 
se confrontata con il 44,6% ottenuto in uno studio non molto recente condotto 
in Inghilterra sui bovini adulti (Fox et al., 1986).  
Considerando che nel bovino questi parassiti hanno una bassa patogenicità, 
soprattutto B. sulcata (Fox et al., 1986), è possibile affermare che le prevalenze 
ottenute nel presente studio non siano preoccupanti per la salute degli animali. 
I parassiti isolati nel presente studio solo nei piccoli ruminanti sono stati gli 
strongili polmonari, Trichuris spp., M. benedeni e D. dendriticum. 
La prevalenza del 17,6% degli strongili polmonari osservata nei piccoli ruminanti 
nel presente studio è risultata inferiore rispetto a quella del 41,5% osservata in 
Grecia (Kouam et al., 2014). P. rufescens e M. capillaris sono state le specie da 
noi isolate nei piccoli ruminanti. Di queste due specie, M. capillaris è risultata 
prevalente negli ovini, in accordo con due studi condotti rispettivamente in 
Spagna (Lopez et al., 2011) e in Norvegia (Domke et al., 2013), mentre P. 
rufescens è stata la specie con la prevalenza più alta nei caprini, in accordo a 
quanto ottenuto sempre in Norvegia (Domke et al., 2013). 
I bovini hanno mostrato la totale assenza degli strongili polmonari. In questa 
specie di ruminanti la strongilosi polmonare è sostenuta da Dictyocaulus 
viviparus, ed è una patologia legata al pascolo. Studi condotti in Germania in 
bovini allevati al pascolo riportano prevalenze di questo parassita del 73% 
(Rehbein et al., 2013) e del 31% (Schunn et al., 2013). 
L’assenza di questa parassitosi osservata nel presente studio concorda con 
quanto già riportato in uno studio condotto nelle regioni dell’Italia centrale 
(Ambrosi et al., 1986). Ciò sembra essere associato al fatto che le condizioni 
climatiche presenti in queste aree, ed in Italia in generale, non siano favorevoli 
al ciclo esogeno del parassita (Ambrosi et al., 1986). 
Trichuris spp. è stato riscontrato con una prevalenza del 19,7% negli ovini, molto 
inferiore a quella del 43% osservata in Norvegia (Domke et al., 2013), mentre 
nei caprini la prevalenza riscontrata è stata del 24,4%, inferiore a quella del 35% 
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osservata in un recente studio condotto in Italia (Zanzani et al., 2014). 
Considerando i dati bibliografici sulla prevalenza e la scarsa patogenicità di 
questo parassita, possiamo affermare che, nonostante sia abbastanza diffuso 
nei piccoli ruminanti, la prevalenza ottenuta nel presente studio è bassa e non è 
preoccupante per la salute degli animali. 
Nei bovini esaminati non è emersa alcuna positività, a differenza di quanto 
osservato nei bovini da carne francesi importati in Italia (Stancampiano et al., 
2007), dove comunque la prevalenza ottenuta era molto bassa (5%), e in 
Germania nei bovini al pascolo, dove è emersa una prevalenza molto elevata 
(73%).  
La prevalenza di M. benedeni negli ovini esaminati nel presente studio è stata 
del 6,5%, mentre nei caprini è stata leggermente più bassa (4,9%). Uno studio 
condotto in Norvegia (Domke et al., 2013) sui piccoli ruminanti riporta una 
prevalenza più elevata e, a differenza di quanto emerso nel presente studio, 
maggiore nei caprini (23%) rispetto agli ovini (15%).  
Infine per quanto riguarda D. dendriticum, la prevalenza di questo parassita 
osservata nel presente studio negli ovini è stata più elevata (34,4%) rispetto a 
quella osservata nei caprini (9,7%). La prevalenza osservata negli ovini in questo 
studio risulta inferiore se confrontata a quella ottenuta in un precedente studio 
italiano (Cringoli et al., 2002), dove emerge una prevalenza molto più elevata 
(67,5%).  
Nei bovini esaminati nel presente studio D. dendriticum non è stato mai isolato. 
Questo risultato non concorda con quanto riportato in uno studio effettuato nel 
nord  della Spagna e del Portogallo (5%) (Arias et al., 2011) e in un’indagine 
condotta in Italia (3%) su bovini da carne francesi importati (Stancampiano et 
al., 2007). Le prevalenze più elevate sono state riscontrate in due studi italiani 
(Cringoli et al., 2002; Perrucci et al., 2007), che hanno osservato nei bovini valori 
rispettivamente del 53% in Abruzzo e del 31% in Toscana. 
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Considerando i dati bibliografici e i risultati ottenuti nel presente studio, 
possiamo affermare che nelle zone della Toscana esaminate questo trematode 
è diffuso solo nei piccoli ruminanti, in particolare negli ovini. 
Per quanto riguarda i risultati ottenuti nelle due aree considerate, le prevalenze 
più elevate sono state riscontrate nell’Area 2 rispetto all’Area 1 (p<0,001). 
Prendendo in considerazione nella loro totalità gli animali presenti nelle due 
aree, gli strongili gastrointestinali e i coccidi presentano prevalenze 
statisticamente più elevate (p<0,001) nell’Area 2 rispetto all’Area 1, dove 
comunque i livelli di prevalenza si mantengono elevati, sottolineando quindi 
come queste parassitosi gastrointestinali siano molto diffuse in Toscana. La 
maggiore prevalenza nell’Area 2 è confermata anche nelle singole specie di 
ruminanti e per gli altri parassiti isolati nel presente studio, ad eccezione di F. 
hepatica. 
Una differenza importante fra le due aree considerate risiede nei trattamenti 
antiparassitari effettuati sugli animali. Infatti, solo nell’Area 1 sono collocati gli 
allevamenti (6 in totale) che seguono un protocollo farmacologico di due 
trattamenti l’anno, a distanza di 6 mesi l’uno dall’altro, con un antielmintico ad 
ampio spettro, efficace nei confronti dei nematodi, dei trematodi e anche dei 
cestodi. Questo fattore può spiegare come la prevalenza delle elmintiasi sia 
risultata minore nell’Area 1 rispetto all’ Area 2. Dal punto di vista ambientale, le 
zone in cui sono collocati gli allevamenti dell’Area 1 differiscono molto dalle 
zone in cui sono collocati gli allevamenti dell’Area 2. A differenza delle zone 
dell’Area 1 dove è presente un ambiente tipicamente pianeggiante e con scarsa 
vegetazione, le zone dell’Area 2 sono caratterizzate da un ambiente tipicamente 
collinare, con folta vegetazione (alberi), pascoli asciutti e non coltivati. 
Stancampiano et al. (2007), in uno studio sui bovini, hanno evidenziato che la 
presenza di pianure influisce negativamente sulla prevalenza degli strongili 
gastrointestinali. Infatti questi parassiti sembrano preferire ambienti collinari, 
dove le temperature, soprattutto in estate, non sono elevate e quindi non 
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interferiscono con lo sviluppo degli stadi larvali (Stancampiano et al., 2007). 
Inoltre Zanzani et al. (2014) in uno studio sui caprini del nord Italia hanno 
osservato negli animali che vivono in zone collinari o di montagna con pascoli 
asciutti presentavano una carica parassitaria molto elevata, sottolineando che, 
nonostante le rigide condizioni climatiche, il ciclo di questi parassiti non subisce 
nessuna interruzione. Questi dati potrebbero rappresentare ulteriori 
motivazioni della prevalenza più elevata degli strongili gastrointestinali 
osservata nell’Area 2 rispetto all’Area 1. 
Analogamente, un precedente studio italiano (Cringoli et al., 2011) ha 
evidenziato che le percentuali di prevalenza di D. dendriticum nei ruminanti al 
pascolo sono condizionate da alcune caratteristiche ambientali delle aree 
esaminate. In particolare, è stato osservato che la diffusione di questo parassita 
è maggiore negli allevamenti situati in zone ricche di vegetazione (alberi) e con 
campi non coltivati rispetto agli allevamenti situati in zone pianeggianti e con 
scarsa vegetazione. Inoltre, Cringoli et al. (2011) e Arias et al. (2011) affermano 
che, a differenza di zone con ricca vegetazione e pascoli asciutti, le zone 
pianeggianti e con tendenza ad allagarsi non offrono un habitat ottimale per lo 
sviluppo e la distribuzione degli ospiti intermedi che caratterizzano il ciclo di D. 
dendriticum. Pertanto, oltre al fatto che in questa area non sono presenti 
allevamenti che effettuano trattamenti antiparassitari sugli animali, la 
prevalenza più elevata di D. dendriticum nell’Area 2 può essere giustificata 
anche dai diversi fattori ambientali che  caratterizzano proprio questa area.  
Nel presente studio, inoltre, è emersa una differenza di prevalenza di D. 
dendriticum nei piccoli ruminanti. Infatti, gli ovini hanno mostrato prevalenze 
maggiori rispetto ai caprini e questo è in accordo a quanto osservato da Otranto 
et al. (2002), i quali evidenziano come gli ovini siano più sensibili rispetto ai 
caprini nei confronti di questo parassita. 
Per quanto riguarda F. hepatica, nel presente studio è emersa la totale assenza 
di positività degli animali esaminati alle analisi copro-microscopiche, nonostante 
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le positività generali riscontrate con l’uso dei Kit Elisa per la ricerca dei copro-
antigeni (21,3%) e per la diagnosi sierologica (34%).  
In molti paesi europei la prevalenza di F. hepatica, valutata con l’utilizzo di 
tecniche copro-microscopiche, risulta molto elevata. Per quanto riguarda i 
bovini, McCann et al. (2010) riportano prevalenze del 72% in Gran Bretagna, in 
Austria, Duscher et al. (2011) hanno rilevato una prevalenza del 67%, mentre la 
prevalenza riscontrata in Italia è più bassa e pari al 10% (Cringoli et al., 2002). I 
nostri risultati relativi all’assenza di F. hepatica nel bovino sono invece 
sovrapponibili a quanto riscontrato da Stancampiano et al. (2007) in uno studio 
condotto sui bovini da carne francesi importati in Italia. 
Per quanto riguarda gli ovi-caprini, i dati ottenuti in un recente studio effettuato 
in Norvegia mostrano una prevalenza del 20% (Domke et al., 2013), mentre 
negli ovini in Italia è stata rilevata una prevalenza nettamente più bassa e pari al 
4% (Cringoli et al., 2002).  
La tecnica copro-parassitologica utilizzata nel presente studio per rilevare 
l’eventuale presenza di uova di F. hepatica viene descritta da Charlier et al. 
(2008) in uno studio condotto in Belgio sulla fasciolosi nei bovini. Si tratta di una 
sedimentazione-flottazione che può essere eseguita su un quantitativo di 4 
grammi o di 10 grammi di feci e utilizza una soluzione satura di cloruro di zinco 
(densità 1,56). Charlier et al. (2008) affermano che l’uso di 4 grammi di feci 
permette di individuare le infestazioni di grado elevato, mentre con l’uso di 10 
grammi di feci la sensibilità di questa tecnica aumenta considerevolmente, 
consentendo di rilevare anche infestazioni lievi sostenute da un numero ridotto 
di parassiti. Nel presente studio si è scelto di utilizzare 4 grammi di feci in 
quanto non sempre la quantità dei campioni era sufficiente per poter eseguire 
anche gli altri esami copro-parassitologici. E’ quindi possibile ipotizzare che negli 
animali esaminati il numero di uova presente nelle feci fosse basso o assente e 
che fosse necessario utilizzare una maggiore quantità di feci.  
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I risultati ottenuti con l’utilizzo dei Kit Elisa per l’immunodiagnosi di F. hepatica 
(21,3% di positività alla copro diagnosi e 34% di positività alla sierodiagnosi) 
confermano come questo parassita sia presente in Toscana. 
Il Kit Elisa per la copro-diagnosi di fasciolosi è in grado di rilevare la presenza di 
antigeni nelle feci con una sensibilità del 98% (Mezo et al., 2004) e una 
specificità vicina al 100% (Martinez Perez et al., 2012; Palmer et al., 2014). 
Queste molecole possono essere riscontrate nel materiale fecale già 4-5 
settimane dopo l’ingestione delle metacercarie e una settimana dopo l’arrivo 
del parassita nei dotti biliari, anche se questo è sempre allo stadio larvale 
(Brockwell et al., 2013; Avcioglu et al., 2014). Mezo et al. (2004) hanno 
evidenziato come questo test risulti sensibile nei ruminanti, in quanto è in grado 
di rilevare un quantitativo minimo di antigene nelle feci di 0,3 ng/ml negli ovini, 
corrispondente alla presenza di un solo parassita nel fegato. e di 0,6 ng/ml nei 
bovini, corrispondente alla presenza di 2 parassiti nel fegato. A differenza della 
tecnica di sedimentazione-flottazione utilizzata nel presente studio, questo test 
pertanto rivela la presenza del parassita anche durante il periodo, di circa 8-10 
settimane che precede la deposizione delle uova da parte della forma adulta, 
consentendo di fare una diagnosi di fasciolosi molto più precoce (Avcioglu et al., 
2014). Se un animale risulta positivo a questo test, quindi, significa che il 
parassita è presente all’interno del fegato dell’ospite e che l’infestazione è in 
corso (Charlier et al., 2008). E’ perciò possibile che un animale positivo a questo 
test sia negativo per la presenza di uova nelle feci. 
La prevalenza di animali positivi al kit è stata del 21,3%, con percentuali più 
elevate nei piccoli ruminanti (35,5% negli ovini e 30% nei caprini) rispetto ai 
bovini (6,9%). Chartier et al. (1992) e Redington et al. (1986) affermano che la 
sensibilità dei piccoli ruminanti nei confronti di F. hepatica è molto elevata, 
soprattutto perché questi animali non sono in grado di creare una risposta 
immunitaria efficiente, consentendo future re-infestazioni. La letteratura 
corrente può giustificare il riscontro nei piccoli ruminanti del presente studio di 
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prevalenze più elevate rispetto ai bovini. Dai risultati ottenuti nelle due aree 
considerate emerge una prevalenza più elevata nell’ Area 1 (26%) rispetto a 
quella riscontrata nell’Area 2 (15,9%). Prendendo in considerazione le diverse 
specie di ruminanti, sia i bovini che i piccoli ruminanti (ovini e caprini) dell’Area 
1 hanno mostrato le prevalenze maggiori. 
Il Kit Elisa per la siero-diagnosi di fasciolosi è in grado di rilevare la presenza nel 
siero di latte o di sangue di anticorpi prodotti dall’animale con una sensibilità 
del 98% e una specificità più bassa pari al 96% (Salimi-Bejestami et al., 2005); 
infatti, alcuni studi hanno riportano la possibilità di cross-reazione con anticorpi 
prodotti nei confronti di altri parassiti, tra i quali D. dendriticum (Mezo et al., 
2007; Charlier et al., 2014). La sieroprevalenza osservata con il Kit Elisa è stata 
del 34%, molto inferiore rispetto a quella del 65% osservata in Spagna (Arias et 
al., 2010) e, fra le specie esaminate, gli ovini hanno mostrato la prevalenza più 
elevata (61,3%). Prendendo in considerazione le due aree, anche in questo caso 
le prevalenze più elevate sono state osservate nell’Area 1, sia in generale che a 
livello di specie, ad eccezione dei caprini dove le percentuali di positività nelle 
due aree considerate sono risultate uguali. La produzione di anticorpi 
(principalmente IgG) anti-F. hepatica è diretta contro antigeni secretori-
escretori (ES) di cuticola delle larve migranti e avviene con tempistiche differenti 
secondo la specie. Brockwell et al. (2013), in uno studio effettuato su bovini 
infestati sperimentalmente, hanno osservato che con questo test già dal 28° 
giorno dopo l’ingestione delle metacercarie è possibile evidenziare la presenza 
di anticorpi, mentre il picco si osserva intorno a 8 settimane post-infestazione. 
Nei piccoli ruminanti la produzione di anticorpi avviene più precocemente, 
come osservato da molti autori (Dumenigo et al., 2000 Valero et al., 2009; 
Afshan  et al., 2013). Infatti, in questi studi il rilievo di anticorpi nel siero è stato 
possibile già 2 settimane dopo l’ingestione delle metacercarie, mentre il picco è 
stato osservato intorno alla 10° settimana post-infestazione. A differenza del Kit 
Elisa per i copro-antigeni, la sieropositività di un animale non è legata 
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necessariamente a un’infestazione in corso, ma può essere associata anche ad 
infestazioni pregresse. Molloy et al. (2005) e Castro et al. (2000) hanno infatti 
riscontrato che il titolo anticorpale nei ruminanti può rimanere elevato fino a 12 
settimane dopo un eventuale trattamento. In linea generale, gli animali risultati 
positivi al Kit Elisa per la copro-diagnosi dovrebbero risultare positivi al Kit Elisa 
per la ricerca di anticorpi. Viceversa questa concordanza può non essere 
rispettata, in quanto gli animali positivi al Kit Elisa per la sierodiagnosi possono 
aver superato l’infestazione, oppure è possibile che le larve del parassita non 
abbiano ancora raggiunto i dotti biliari (Afshan et al., 2013), e quindi non 
risultare positivi al Kit Elisa per la ricerca dei copro-antigeni. Infatti, la 
prevalenza degli animali positivi esaminati nel presente studio al Kit Elisa per la 
sierodiagnosi è risultata maggiore rispetto a quella osservata nel Kit Elisa per la 
copro diagnosi. Inoltre la concordanza statistica fra i due kit è stata medio-
buona a seconda delle specie proprio perché molti animali sono risultati positivi 
solo al Kit Elisa per la sierodiagnosi. 
Nel presente studio, però, sono stati osservati due casi (1 ovino e 1 caprino) di 
animali che non hanno presentano alcuna positività al Kit Elisa per sierodiagnosi 
nonostante fossero risultati positivi al Kit Elisa per la copro-diagnosi. Questa 
discordanza potrebbe dipendere da alcuni fattori. Il primo da prendere in 
considerazione è la remota possibilità di cross-reazione al Kit Elisa per la ricerca 
dei copro-antigeni. Infatti, sono stati condotti molti studi con lo scopo di 
evidenziare se era possibile una cross-reazione con altri parassiti presenti 
nell’ospite e, quindi, quanto questo test fosse specifico per F. hepatica. Mezo et 
al. (2004) ha testato il Kit Elisa per la ricerca di antigeni in un allevamento ovino 
indenne da F. hepatica, dove erano presenti animali infestati con una notevole 
varietà di parassiti, fra cui nematodi gastrointestinali, tra cui Dicrocelium 
dendriticum, e Moniezia spp. rilevando un unico caso di cross-reazione in un 
ovino che è stato visto poi essere infestato da Paramphistomum cervi. In 
seguito, Brockwell et al. (2013) e Kajugu et al. (2012) hanno valutato la 
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specificità del test in animali (bovini e ovini) positivi a P. cervi e negativi a F. 
hepatica, evidenziando la totale assenza di cross-reazioni nei confronti di P. 
cervi. Dall’esame della bibliografia è possibile affermare che le possibilità di una 
cross-reazione in seguito all’utilizzo del  Kit Elisa per la copro-diagnosi siano 
molto basse, confermando l’elevata specificità di questo test nei confronti di F. 
hepatica. 
Un altro fattore da prendere in considerazione per spiegare la mancata 
concordanza di positività ai due Kit Elisa utilizzati nel presente studio è lo stato 
immunitario dell’ospite. Afshan et al.(2014) hanno evidenziato che nelle capre 
possa mancare, a causa di un deficit della risposta immunitaria, un’adeguata 
produzione di anticorpi nei confronti degli antigeni ES del parassita, risultando, 
quindi, negative al Kit Elisa per la ricerca degli anticorpi nel siero e positive al Kit 
Elisa per la ricerca dei copro-antigeni. 
Confrontando i risultati ottenuti per i Kit Elisa nelle due aree considerate nel 
presente studio emerge una prevalenza più elevata negli animali collocati 
nell’Area 1 rispetto a quelli collocati nell’Area 2. Gli allevamenti delle due aree, 
come già detto, sono collocati in zone caratterizzate da ambienti diversi. Infatti, 
l’Area 1  presenta un territorio pianeggiante, con pascoli che tendono ad 
allagarsi molto facilmente. Le statistiche del MIPAAF (www.politicheagricole.it) 
effettuate nel triennio 2012-2014 hanno evidenziato come le province di Lucca 
e Pisa (Area 1) abbiano riscontrato una piovosità media maggiore (1138,7 mm) 
rispetto a quella osservata (1001,1 mm) nelle province di Pistoia e Massa-
Carrara (Area 2). Il ciclo biologico di F. hepatica prevede gasteropodi acquatici 
(genere Lymnaea) come ospite intermedio, che sono molto presenti in zone 
umide e stagnanti (Afshan et al., 2013). Inoltre queste caratteristiche ambientali 
facilitano l’incistamento delle metacercarie sulle foglie delle piante dove 
attendono di essere ingerite dall’ospite definitivo (Mas–Coma et al., 2009; 
Torgerson et al., 1999). 
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Le prevalenze più elevate riscontrate ai due Kit Elisa nei confronti di  F. hepatica 
negli animali collocati nell’Area 1, dove queste caratteristiche sono 
maggiormente rispettate, suggerisce come il fattore ambientale possa aver 
inciso sulla maggiore presenza di questo parassita nei ruminanti esaminati nel 
presente studio.  
I risultati ottenuti nel presente studio dimostrano che F. hepatica è presente 
nelle zone della Toscana da noi esaminate e che i Kit Elisa presentano una 
sensibilità molto più elevata rispetto alla tecnica copro-microscopica da noi 
utilizzata, consentendo di effettuare una diagnosi precoce di fasciolosi al fine di 
limitare l’influenza negativa che questo parassita determina sulle produzioni 
animali. Charlier et al. (2014) hanno osservato che negli animali infestati le 
perdite produttive possono arrivare fino allo 0,7 % (3-4 kg) di riduzione di peso 
della carcassa al macello, fino al 9% di riduzione dell’indice di conversione 
alimentare e fino al 10% di riduzione della produzione lattea. La principale causa 
di queste perdite produttive è l’anemia che questo parassita è in grado di 
causare in quanto ogni singolo parassita arriva a sottrarre all’ospite fino a 0,5 ml 
di sangue al giorno (Lotfollahzadeh et al., 2008). Dall’esame di questi studi 
emerge come sia importante controllare nelle zone della Toscana da noi 
esaminate la diffusione di questo parassita, adottando sia strategie di controllo 
ambientale che eventuali protocolli di trattamento farmacologico, così da 
limitare i danni economici, soprattutto a livello aziendale. 
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5. Conclusioni 
 
I risultati ottenuti nel presente studio hanno evidenziato che i parassiti 
gastrointestinali ed epatici sono molto diffusi nei ruminanti situati nelle zone 
della Toscana da noi esaminate. In particolare, gli strongili gastrointestinali e i 
coccidi hanno mostrato prevalenze piuttosto elevate, soprattutto nei piccoli 
ruminanti. La diffusione e le prevalenze riscontrate per questi ed altri parassiti 
potrebbero essere responsabili di forme cliniche e di riduzioni importanti delle 
produzioni animali negli allevamenti, incidendo negativamente sull’economia 
aziendale. Ciò evidenzia la necessità di approfondire gli studi sull’impatto 
economico di questi parassiti nelle aree considerate e sulla loro diffusione nei 
ruminanti di altre aree della Toscana. Tuttavia, in generale, sono state osservate 
prevalenze più basse  nell’area dove sono presenti allevamenti che eseguono 
trattamenti antiparassitari. Questo suggerisce come l’utilizzo di protocolli 
farmacologici possa rappresentare un aspetto importante nell’attuazione di 
piani di controllo, che devono comunque comprendere anche strategie di 
gestione aziendale e dei pascoli.  Per quanto riguarda i trematodi, le differenze 
di prevalenza osservate fra le due aree considerate potrebbero dipendere anche 
dalle diverse caratteristiche ambientali che rappresentano un importante 
fattore di rischio per la diffusione di questi parassiti. Tra le diverse tecniche 
utilizzate per la diagnosi di fasciolosi, a differenza dei Kit Elisa, gli esami copro-
microscopici non hanno rilevato la presenza di positività negli animali esaminati, 
confermando come queste tecniche presentino una sensibilità non elevata. Per 
questo motivo l’immunodiagnosi di F. hepatica con i Kit Elisa rappresenta una 
valida alternativa agli esami copro-microscopici, in quanto questa tecnica 
diagnostica ha  mostrato una sensibilità e una specificità molto più elevate. 
Tuttavia il costo elevato dei kit commerciali ne limita fortemente l’utilizzo. Al 
fine di aumentare la sensibilità degli esami copro-microscopici per la diagnosi di 
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F. hepatica, potrebbe essere utile l’uso di quantità elevate di feci e la ripetizione 
di questi esami in modo da evidenziare anche le infestazioni lievi e limitare le 
perdite produttive che ne derivano. 
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condiviso insieme i momenti più belli. Sono felice di averti conosciuto, ti porterò 
sempre nel mio cuore. E grazie Francesco, ricorderò sempre il primo esame  dato 
insieme, è stato il nostro primo successo, ci siamo sempre sostenuti a vicenda. La 
tua amicizia ha significato molto per me. 
 
Infine voglio ringraziare Rachele, "la mia metà fagianottosa". Grazie per aver 
compreso i miei silenzi, grazie per avermi sostenuto ed avermi accompagnato in 
questi ultimi anni universitari, quelli più importanti. Ti voglio un bene infinito. 
 
 
 
 
 
 
